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1     Zusammenfassung 1
1 Zusammenfassung
Die von Harman 1956 aufgestellte „Freie Radikale-Theorie des Alterns“ war der Beginn einer
rasch wachsenden Disziplin der Biochemie, die den Einfluss reaktiver, zumeist nieder-
molekularer Substanzen auf den Organismus untersucht. Dem Auftreten dieser Moleküle in
vivo wird inzwischen eine entscheidende Rolle bei einer Vielzahl von Krankheiten sowie dem
Alternsprozess zugeschrieben. Peroxynitrit, das im Organismus durch die Reaktion des Super-
oxidradikalanions mit dem Stickstoffmonoxidradikal entsteht, ist ein Vertreter dieser reak-
tiven Moleküle. Neben Reaktionen mit DNS, Lipiden, Antioxidantien, usw. reagiert es in
Proteinen unter anderem mit Tyrosinresten unter Bildung von 3-Nitrotyrosin. Diese stabile
Aminosäuremodifikation gilt als Indikator für die vermehrte Bildung von Peroxynitrit, das
selber aufgrund seiner geringen Halbwertszeit (τ1/2 < 1 s, pH 7,4) nicht nachgewiesen werden
kann. Die Bildung erhöhter Werte von 3-Nitrotyrosin konnte bei vielen Krankheiten, wie z.B.
der Alzheimer-Krankheit (Smith et al., 1997), festgestellt werden.
Peroxynitrit kann Nitrierungen, Hydroxylierungen sowie 1- und 2-Elektronenoxidationen
durchführen. Als reaktive Spezies tritt hierbei neben der deprotonierten bzw. der membran-
permeablen, protonierten Form („peroxysalpetrige Säure“) auch eine reaktive Zwischenstufe
auf, die bei der Isomerisierung der peroxysalpetrigen Säure zu Nitrat durchlaufen wird. Die
Natur dieser Zwischenstufe, die in ihrer Reaktivität dem Hydroxylradikal ähnelt, ist noch
nicht genau charakterisiert.
In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss von Peroxynitrit auf die Proteine Bacterio-
rhodopsin und Rinderserumalbumin untersucht. Bacteriorhodopsin ist eine lichtgetriebene
Protonenpumpe. Mit seiner Struktur stellt dieses integrale Membranprotein den Prototyp einer
Klasse von Membranproteinen dar, die man in allen Bereichen der Natur, so auch beim
Menschen, vorfindet. Nach Absorption eines Photons wird eine zyklische Abfolge von Inter-
mediaten mit unterschiedlichen Absorptionsmaxima durchlaufen. Daher lässt sich die Protein-
aktivität mit der zeitaufgelösten Blitzlicht-Absorptionsspektroskopie untersuchen, was in der
vorliegenden Arbeit anhand der Messung der Bildungs- bzw. Zerfallsgeschwindigkeit des
M-Intermediats bewerkstelligt wurde.
Bacteriorhodopsin wurde in der Arbeit in zwei unterschiedlichen Membranumgebungen
untersucht, nämlich in Purpurmembranen und in Proteoliposomen. In der Purpurmembran
liegt Bacteriorhodopsin unter Ausbildung vieler Protein-Protein-Wechselwirkungen als zwei-
dimensionaler Kristall vor. Durch Rekonstitution von Bacteriorhodopsin in Liposomen
(Lipidvesikel mit einer Lipiddoppelschicht) erhält man Proteoliposomen. Hierbei ist das
Protein durch Lipidmoleküle von benachbarten Bacteriorhodopsinmolekülen getrennt, so dass
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nur noch Protein-Lipid-Wechselwirkungen auftreten. Rinderserumalbumin hingegen ist ein
Vertreter der wasserlöslichen Proteine, das sehr große Ähnlichkeit mit Humanserumalbumin
besitzt. Da Rinderserumalbumin im Kontext mit Peroxynitrit ein häufig verwendetes Protein
ist, konnten durch den Vergleich mit Literaturdaten viele in dieser Arbeit eingesetzte
Methoden überprüft werden.
Versuche mit cis-Parinarsäure zeigten, dass Peroxynitrit in der Lage ist, in die Lipidphase zu
diffundieren und dort Reaktionen durchzuführen. Somit sind in Lipidmembranen lokalisierte
Tyrosinreste von Proteinen potentielle Reaktionspartner von Peroxynitrit.
Um die modifizierten Aminosäuren 3-Nitrotyrosin, 3,4-Dihydroxyphenylalanin, ortho-Tyrosin
und Dityrosin zu detektieren, die möglicherweise durch Reaktion mit Peroxynitrit gebildet
werden, wurden zwei RP-HPLC-Methoden mit UV- bzw. Fluoreszenzdetektion etabliert.
Durch die HPLC-Trennung mit der nachfolgenden UV-Detektion lassen sich nur aromatische
Aminosäuren nachweisen. Unter der Voraussetzung, dass die jeweilige primäre Amino-
funktion mit ortho-Phthaldialdehyd und 2-Mercaptoethanol ein fluoreszierendes Iso-
indolderivat bildet, ist es mit der zweiten Methode hingegen möglich, alle Aminosäuren (mit
primärer Aminofunktion) zu detektieren. Mit den zwei Methoden konnte nach Inkubation von
Peroxynitrit an den zwei unterschiedlichen Proteinen als einzige Modifikation 3-Nitrotyrosin
nachgewiesen werden. Durch die Hydrolyse (6 M HCl, 20 h, 120 °C), die vor der RP-HPLC
durchgeführt werden musste, nimmt der Tyrosingehalt ab, so dass die Quantifizierung der
gebildeten 3-Nitrotyrosinreste pro Proteinmolekül nur aus dem vor der Hydrolyse aufge-
nommenen UV-VIS-Spektrum ermittelt werden konnte.
In der vorliegenden Arbeit wurde Peroxynitrit auf zwei verschiedene Arten generiert. Einer-
seits wurde es in situ durch Zerfall von 3-Morpholinosydnonimin gebildet. Dieses Sydnon-
imin reduziert bei pH 7,4 in der Reaktionslösung gelösten Sauerstoff zum Superoxidradikal-
anion und setzt außerdem das Stickstoffmonoxidradikal frei. Analog der Bildung in vivo
reagieren die zwei Radikale zu Peroxynitrit. Bei dem Großteil der Versuche wurde jedoch
Peroxynitrit eingesetzt, das zuvor aus Nitrit und Wasserstoffperoxid synthetisiert wurde. Auf
diese Weise ließen sich in der selben Zeit mehr Reaktionsansätze durchführen. Außerdem ist
das Einstellen hoher Peroxynitrit-Konzentrationen in den Ansätzen hierdurch erleichtert.
An Rinderserumalbumin (1 mg/ml) konnte durch Inkubation mit 0,5 mM Peroxynitrit bei pH
7,4 und 37 °C die Bildung von 1,7 Nitrotyrosinresten pro Proteinmolekül (9 % der Tyrosin-
reste) beobachtet werden. An Purpurmembran (0,3 mg Bacteriorhodopsin/ml), die mit einer
zehnfach höheren Peroxynitrit-Konzentration (5 mM) bei ansonsten identischen Bedingungen
inkubiert wurde, ließ sich die Bildung von 0,9 Nitrotyrosinresten pro Bacteriorhodopsin-
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molekül (8 % der Tyrosinreste) feststellen. Die auf die eingesetzte Peroxynitritmenge
bezogene Nitrierungseffizienz betrug bei dem Membranprotein 0,2 % und bei Rinderserum-
albumin 5 %. Die Untersuchung der Bacteriorhodopsinaktivität ergab, dass sowohl die Bil-
dungs- als auch die Zerfallsgeschwindigkeit des M-Intermediats hierdurch abnehmen.
Versuche mit 2-Desoxyribose zeigten, dass die reaktive Zwischenstufe, die bei der Isomeri-
sierung von peroxysalpetriger Säure zu Nitrat durchlaufen wird, wahrscheinlich für die an
Purpurmembran beobachteten Veränderungen bei Inkubation mit Peroxynitrit verantwortlich
ist. Da diese Zwischenstufe in ihrer Reaktivität dem Hydroxylradikal ähnelt, wird in der
Literatur diskutiert, dass teilweise eine homolytische Spaltung der Peroxofunktion in Stick-
stoffdioxid und Hydroxylradikale stattfindet. Versuche mit den zwei Hydroxylradikal-Genera-
toren Cu2+/H2O2 und N-Hydroxy-2-thiopyridon ergaben jedoch keine analogen Änderungen in
der Proteinaktivität wie bei Inkubation von Purpurmembran mit Peroxynitrit.
Mit Kohlendioxid (CO2) reagiert Peroxynitrit zu Nitrosoperoxocarboxylat, das die Nitrierung
von Aromaten katalysiert. Gleichzeitig katalysiert CO2 aber auch die Isomerisierung von Per-
oxynitrit zu unreaktivem Nitrat. Da in vivo CO2-Konzentrationen von ca. 1 mM vorliegen,
wurden Versuche mit Peroxynitrit bei variierender CO2-Konzentration durchgeführt. Es zeigte
sich an beiden Proteinen, dass bei geringen Konzentrationen (< 1 mM CO2) eine Zunahme der
Bildung von 3-Nitrotyrosin durch Peroxynitrit stattfindet. An beiden Proteinen wurden
maximale Werte von ca. 3,5 Nitrotyrosin/Protein ermittelt. Bei höheren CO2-Konzentrationen
resultiert jedoch eine Abnahme zu Zahlenwerten, wie sie in etwa bei Abwesenheit von CO2
ermittelt werden. Diese Abhängigkeit der Nitrotyrosinbildung (durch Peroxynitrit) von der
CO2-Konzentration wurde durch Versuche mit Antikörpern gegen 3-Nitrotyrosin („Western
Blot“) bestätigt.
In Abwesenheit von CO2 korreliert die zunehmende Bildung von 3-Nitrotyrosin (durch stei-
gende Peroxynitrit-Konzentration im Reaktionsansatz) mit der Abnahme der Geschwindig-
keitskonstanten im Photozyklus. Bei den Versuchen mit variierender CO2-Konzentration
wurde hingegen trotz zunehmender Bildung von 3-Nitrotyrosin eine Zunahme der Bildungs-
und Zerfallsgeschwindigkeitskonstante des M-Intermediats (verglichen mit Bacterio-
rhodopsin, das mit Peroxynitrit in Abwesenheit von CO2 inkubiert wurde) festgestellt. Durch
CO2 kommt es scheinbar zur Nitrierung anderer Tyrosinreste, die in Abwesenheit von CO2
nicht modifiziert werden. Hieraus kann man folgern, dass die Nitrierung von Tyrosinresten in
Bacteriorhodopsin durch Peroxynitrit einen selektiven Charakter besitzt. Während man bei
wasserlöslichen Proteinen schon Hinweise hat, durch welche Faktoren die Selektivität ge-
steuert wird, gibt es für Membranproteine hierzu noch keine Aussagen. Die in der Arbeit
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durchgeführten Versuche, die durch Peroxynitrit hervorgerufenen Modifizierungen in
Bacteriorhodopsin zusätzlich noch mit Elektrospray-Ionisierung-Massenspektrometrie zu
quantifizieren und anschließend in Kombination mit spezifischen Spaltungen durch Proteasen
zu lokalisieren, waren bis jetzt noch nicht erfolgreich.
Untersuchungen an Bacteriorhodopsin-Liposomen zeigten, dass die verglichen mit Rinder-
serumalbumin geringere Anzahl von Modifikationen an Bacteriorhodopsin in Purpurmembran
nicht auf eine geringere Reaktivität von Peroxynitrit in der Lipidphase zurückzuführen ist
sondern auf die spezielle Anordnung der Proteine in der Purpurmembran. Wenn durch
Rekonstitution in Liposomen die dicht gepackte Proteinanordnung der Purpurmembran mit
ihrer Vielzahl von Protein-Protein-Wechselwirkungen aufgehoben wird, ist Bacteriorhodopsin
deutlich sensitiver. Der kovalent mit Bacteriorhodopsin verknüpfte Chromophor Retinal, der
in der Purpurmembran gut geschützt ist, reagiert nun mit Peroxynitrit. Bei Verwendung eines
mehrfach ungesättigten Lipids kommt es infolge der Lipidperoxidation, die auch von
Peroxynitrit initiiert werden kann, sogar zum vollständigen Verlust der Proteinstruktur.
Der durch Versuche an Purpurmembran gewonnene Eindruck, dass Membranproteine besser
vor Reaktionen mit Peroxynitrit geschützt sind, ist somit nicht korrekt. Infolge der Vielzahl
mehrfach ungesättigter Lipide in Biomembranen sind Membranproteine sogar besonders
gefährdet, durch oxidierende Intermediate der Lipidperoxidation modifiziert zu werden.
2     Abkürzungsverzeichnis 5
2 Abkürzungsverzeichnis
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3 Grundlagen und Kenntnisstand
3.1 Altern
Altern ist ein progressiver Prozess, der charakterisiert ist durch eine zeitabhängige Abnahme
physiologischer Funktionen eines Organismus (Finch, 1990). Als Folge hiervon kann ein
Organismus immer schlechter mit Stresssituationen, wie z.B. Krankheit, Hitze oder Kälte
umgehen. Die letzte Konsequenz der fortschreitenden Funktionsabnahme ist der Tod des
Organismus.
Als Kriterium für eine Beeinflussung des Alternsprozesses wird die maximale Lebensspanne
angesehen. Im letzten Jahrhundert konnte durch hygienische Maßnahmen und bessere medizi-
nische Versorgung die durchschnittliche Lebenserwartung beispielsweise in den Vereinigten
Staaten stark erhöht werden, während die maximale Lebensspanne unverändert blieb. Die ma-
ximale Lebensspanne allein ist jedoch kein hinreichendes Kriterium, um den Einfluss eines
Faktors auf den Prozess des Alterns zu beurteilen. Vielmehr muss sichergestellt sein, dass sich
das „metabolische Potential“ hierbei auch verändert (Sohal et al., 2000). So kann die maxi-
male Lebensspanne von Drosophila melanogaster durch Absenken der umgebenden Tempe-
ratur von 30 °C auf 10 °C um den Faktor 8,9 verlängert werden (Loeb et al., 1917). Das meta-
bolische Potential bleibt hiervon aber unbeeinflusst, d.h. die während der Lebenszeit ver-
brauchte Sauerstoffmenge verändert sich durch diesen Eingriff nicht. Besonders deutlich wird
die Signifikanz des letztgenannten Parameters bei Bestrahlungsversuchen an Tieren. So kann
man durch Bestrahlen mit Röntgenstrahlung die maximale Lebensspanne von männlichen
Hausfliegen um 20 % verlängern. Der schädliche Einfluss der energiereichen Strahlung offen-
bart sich erst, wenn man die hierdurch herbeigeführte Änderung des metabolischen Potentials
misst. Dieses wird nämlich um 7 % reduziert (Allen et al., 1982).
Die einzige bisher bekannte Möglichkeit, den Alternsprozeß zu verlangsamen, ist die Vermin-
derung der durch die Nahrung aufgenommenen Kalorien („Kalorienreduktion“). Versuche an
Einzellern, Wasserflöhen, Spinnen, Guppys, Mäusen und Ratten zeigten eine signifikante Ver-
längerung der maximalen Lebensspanne durch diese Einschränkung, während diesbezügliche
Studien an Affen noch nicht abgeschlossen sind (Merry, 2000). Die Vermutungen, dass diese
Verlängerung lediglich die Folge der Abnahme der Geschwindigkeit des Metabolismus ist, hat
sich nicht bestätigt (Beckman et al., 2000). Vielmehr gibt es inzwischen klare Hinweise, dass
es bei der Kalorienreduktion zu einer Reduzierung des oxidativen Stresses bei gleichzeitigem
Erstarken der antioxidativen Abwehr kommt (Yu, 1996).
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Obwohl sich immer mehr Naturwissenschaftler der Erforschung der Prozesse, die beim Altern
eine Rolle spielen, widmen, ist es bis heute nicht gelungen, eine allgemein akzeptierte
Alternstheorie zu formulieren (Harman, 1998; Knight, 2000). Vielmehr gibt es eine Vielzahl
von Theorien. Dies hat seine Ursache darin, dass während des Alterns auch eine Vielzahl
außerordentlich komplexer Vorgänge ablaufen, die miteinander wechselwirken. Viele
Alternstheorien beziehen sich lediglich auf einen dieser beobachteten Vorgänge und
postulieren ihn als die zentrale Ursache des Alterns.
Weitgehende Einigkeit herrscht inzwischen darüber, dass beim Altern aktive und passive
Mechanismen wechselwirken. Bei den aktiven Mechanismen handelt es sich um solche, die in
den Erbanlagen festgelegt sind. Diese dürften beispielsweise für die offensichtliche Differenz
der durchschnittlichen Lebensspannen von beispielsweise Mensch und Maus verantwortlich
sein. Weiterhin führen Mutationen an einzelnen Genen bei Hefe, C. elegans, Drosophila
melanogaster und Mäusen zu einer signifikanten Erhöhung der Lebensspanne. Diese Mutatio-
nen führen dabei scheinbar nicht zu einer Verlangsamung des Metabolismus (Guarente et al.,
2000). Die Alternstheorien, die aktive Mechanismen zugrunde legen, werden „Programm-
theorien“, die mit passiven Mechanismen „Verschleisstheorien“ genannt.
Die passiven Mechanismen sind nicht durch das Erbgut vorgegeben und hängen hauptsächlich
mit dem aeroben Stoffwechsel der Zelle zusammen. Die während der Zellatmung in den
Mitochondrien als Nebenprodukte anfallenden reaktiven Moleküle, wie z.B. das Superoxid-
radikalanion, können mit Biomolekülen reagieren und diese in ihrer Funktion einschränken.
Am Beispiel einer Bienenkönigin, die trotz gleicher genetischer Vorgabe etwa zehnmal länger
als eine weibliche Arbeitsbiene lebt, sieht man den Einfluss nicht-genetischer Komponenten.
Diese Beobachtungen sind die Grundlage der „Freie Radikale-Theorie des Alterns“.
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3.1.1 „Freie Radikale-Theorie des Alterns“
Die „Freie Radikale-Theorie des Alterns“ wurde von Harman 1956 aufgestellt. Sie besagt,
dass die schädliche Wirkung freier Radikale, die endogen während des Zellmetabolismus oder
durch exogene Faktoren, wie Absorption energiereicher Strahlung, entstehen, Ursache des
Alterns ist. Freie Radikale sind Atome oder Moleküle mit einem oder mehreren ungepaarten
Elektronen. Aufgrund ihrer Reaktivität können freie Radikale mit Biomolekülen reagieren und
diese modifizieren. Biomoleküle lassen sich grob in Proteine, Lipide, Zucker, DNS und RNS
klassifizieren. Die Aufgabe von Antioxidantien, zu denen beispielsweise Vitamin E, Gluta-
thion oder Vitamin C gehören, besteht u.a. darin, mit freien Radikalen zu reagieren und somit
Schaden von den genannten Hauptklassen abzuhalten (siehe Abschnitt 3.1.2). Enzyme, wie
Glutathion-Peroxidase (GPx) oder Superoxid-Dismutase (SOD), reagieren ebenfalls mit
reaktiven Spezies und wandeln sie in weniger reaktive Moleküle um (siehe Abschnitt 3.1.1.1).
Ein weiterer Schutzmechanismus der Zelle ist der Einsatz von Reparaturenzymen, wenn es
trotz der vorher erwähnten Abbaureaktionen durch SOD oder GPx zur Reaktion von freien
Radikalen mit Biomolekülen gekommen ist. Teilweise können die so eingeführten Modifi-
kationen an den Biomolekülen wieder rückgängig gemacht werden. Dies ist besonders wichtig
bei der DNS, in der die genetischen Informationen der Zelle gespeichert sind, da diese im
Gegensatz zu beispielsweise Proteinen nicht einfach vollständig abgebaut und neu
synthetisiert werden kann.
Damit keine Anhäufung modifizierter und somit meist funktionsuntüchtiger Biomoleküle in
der Zelle stattfindet, bilden Abbauenzyme wie Proteasen und Lipasen einen weiteren Eck-
pfeiler beim Umgang von Zellen mit reaktiven Spezies. Diese Enzyme kommen dann zum
Einsatz, wenn die vorher genannten Reparaturmechanismen die eingeführten Modifikationen
nicht rückgängig machen können und bewirken den Abbau der modifizierten Moleküle.
Neben den bereits genannten Stufen der antioxidativen Abwehrmechanismen ist als letzte
Maßnahme das Verhindern der ungeregelten Entstehung freier Radikale zu erwähnen. Obwohl
Übergangsmetall-Kationen in vivo unverzichtbar sind und wichtige Funktionen übernehmen,
können sie auch wesentlich zu der Produktion freier Radikale beitragen (siehe Abschnitt
3.1.1.1). Speicher- und Transportproteine, wie Caeruloplasmin für Kupfer oder Transferrin
und Ferritin für Eisen, verhindern dies, indem sie diese Kationen komplexieren.
Davies (1988) hat eine Unterteilung in „primäres“ und „sekundäres antioxidatives Abwehr-
system“ vorgeschlagen. Die primäre Abwehr umfasst hierbei sowohl niedermolekulare Anti-
oxidantien, wie z.B. Vitamin E und C, als auch Enzyme, wie Katalase, Superoxid-Dismutase
und Peroxidasen, die direkt mit reaktiven Spezies reagieren. Die sekundäre Abwehr beinhaltet
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hingegen die Enzyme, welche die Modifikationen durch reaktive Spezies an Lipiden,
Proteinen und DNS wieder aufheben.
Die „Freie Radikale-Theorie des Alterns“ besagt, dass bei juvenilen Zellen noch ein Gleich-
gewicht zwischen den durch freie Radikale ausgelösten zerstörerischen Prozessen und deren
Reparatur bzw. Beseitigung besteht. Mit zunehmendem Alter verschiebt sich dieses
Gleichgewicht immer mehr zu Lasten der antioxidativen Abwehr. Ob die Ursache hierfür in
einer zunehmenden Ineffizienz der Schutzmechanismen oder in einer vermehrten Bildung von
freien Radikalen liegt, ist noch nicht geklärt. Unabhängig vom Auslöser sind die Folgen
jedoch identisch. Da eine zunehmende Bildung freier Radikale die antioxidative Abwehr
schwächt bzw. eine ineffiziente antioxidative Abwehr in einer erhöhten Konzentration freier
Radikale resultiert, liegt ein sich selbstverstärkender Prozess vor. Das Ende dieses
Teufelskreises ist der Tod.
Mitochondrien als Hauptproduzent reaktiver Sauerstoffspezies (siehe Abschnitt 3.1.1.1, Seite
14) sind einem erheblichen oxidativen Stress ausgesetzt und werden daher stärker als andere
Zellbestandteile oxidativ geschädigt. Aus diesem Grund und der fehlenden Stabilisierung
durch Histone ist der durchschnittliche Schaden an mitochondrialer DNS etwa zehnmal höher
als der an Kern-DNS (Richter et al., 1988).
Die Oxidationsschäden an mitochondrialer DNS nehmen mit dem Alter zu. Viele Forscher
vertreten die Ansicht, dass die hieraus resultierenden Funktionseinbußen der Mitochondrien
für das Altern und schließlich den Tod verantwortlich sind (Sohal et al., 1996).
Die „Freie Radikale-Theorie des Alterns“ ist heute mit derselben Grundaussage in „Oxidative
Stress-Theorie des Alterns“ umgetauft worden, da es sich bei den reaktiven Molekülen, die
hierbei eine Rolle spielen, nicht ausschließlich um freie Radikale handelt. Vielmehr sind auch
Moleküle, wie z.B. Wasserstoffperoxid, Singulett-Sauerstoff oder Peroxynitrit, von zentraler
Bedeutung. Gestützt wird diese Theorie durch zahlreiche Befunde. An künstlich doppelt-
transgenen Fliegen für Superoxid-Dimutase und Katalase (Enzyme der primären anti-
oxidativen Abwehr) konnte beispielsweise beobachtet werden, dass diese etwa 35 % länger
leben als der Wildtyp (Orr et al., 1994). Die Lebensverlängerung durch Kalorienreduktion
geht ebenfalls mit einer Verringerung des oxidativen Stresses einher (Masoro, 1998).
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3.1.1.1 Reaktive Sauerstoffspezies
Sauerstoff ist unentbehrlich für alle aeroben Lebewesen. Er wird in den Mitochondrien zu
Wasser reduziert unter gleichzeitiger Oxidation der im Zellmetabolismus gebildeten
Reduktionsäquivalente Nicotinamid-adenin-dinucleotid (NADH) und Flavin-adenin-
dinucleotid (FADH2). Das bei der Zellatmung generierte elektrochemische Potential über der
inneren Mitochondrienmembran dient der mitochondrialen ATP-Synthase als Energiequelle
zur Bildung von Adenosintriphosphat (ATP).
Bei der Reduktion eines Sauerstoffmoleküls zu Wasser werden 4 Elektronen übertragen.
Während der Umgang mit Wasser oder mit dem auf der Erdoberfläche herrschenden
Sauerstoffpartialdruck für Organismen kein Problem darstellt, können bei unvollständiger
Reduktion reaktive Moleküle entstehen. Diese sind in vivo aufgrund ihrer geringen
Halbwertszeit meist nur schwer direkt nachzuweisen (siehe Tabelle 3.1).
Tabelle 3.1: Halbwertszeiten verschiedener (reaktiver) Sauerstoffspezies (Werte aus Yu, 1994; Wert
für Singulett-Sauerstoff ohne Temperaturangabe aus Holleman & Wiberg, 1985)
Reaktive Spezies Chemische Formel Halbwertszeit (37 °C)
[s]
Superoxidradikalanion O2•− 1 x 10
-6




2O               ≥  1 x 102
Singulett-Sauerstoff
( 1∆ g -Zustand)
1
2O 1 x 10-4
Die wichtigsten reaktiven Sauerstoffspezies und Triplett-Sauerstoff sollen im folgenden be-
schrieben werden.
Sauerstoff ( 3∑−g Zustand):
Sauerstoff im Grundzustand ist keine reaktive Sauerstoffspezies. Da es sich um ein Triplett-
Molekül handelt, die meisten organischen Moleküle aber in einem Singulett-Zustand
vorliegen (Miller et al., 1990), findet aufgrund der Spin-Restriktion keine Reaktion statt. Mit
organischen Radikalen hingegen findet man annähernd diffusionskontrollierte Reaktions-
geschwindigkeiten (siehe Abbildung 3.17, Seite 28).
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Sauerstoff ( 1∆ g -Zustand):
Es gibt zwei verschiedene Zustände von Singulett-Sauerstoff. Da bei beiden die Spin-Restrik-
tion aufgehoben ist, zeichnen sie sich durch eine erhöhte Reaktivität verglichen mit Triplett-
Sauerstoff aus. Der 1Σ g
+ -Zustand ist energiereich und daher sehr kurzlebig (< 10-9 s). Er
wandelt sich unter Energieabgabe hauptsächlich in den stabileren 1∆ g -Zustand um, so dass in
biologischen Systemen gewöhnlicherweise nur der letztgenannte betrachtet werden muss.
Durch Photosensibilisatoren wie Acridinorange kann man Singulett-Sauerstoff erzeugen. Die
Anregungsenergie des Photosensibilisators kann auf Triplett-Sauerstoff übertragen werden,
wobei Singulett-Sauerstoff entsteht, und der Photosensibilisator wieder in den Grundzustand
übergeht (Halliwell et al., 1990). Diese Vorgänge treten auch in biologischen Systemen auf,
wie z.B. in Chloroplasten (Chlorophylle als Photosensibilisatoren) oder in der menschlichen
Retina (Retinal des Rhodopsins als Photosensibilisator). Es gibt auch Krankheiten, wie die
Porphyrien, die durch Störungen des Häm-Metabolismus und anderer Porphyrine gekenn-
zeichnet sind. Das Ablagern der Porphyrine in der Haut führt bei Exposition von Licht zur
Bildung von Singulett-Sauerstoff, der erheblichen Schaden im Gewebe anrichtet.
Wenn Singulett-Sauerstoff seine Anregungsenergie nicht an ein weiteres Molekül abgibt und
dabei in Triplett-Sauerstoff übergeht („Quenching“), kann er mit Biomolekülen reagieren. Am
besten untersucht sind die Reaktionen an Kohlenstoff-Kohlenstoff-Doppelbindungen unter
Ausbildung von z.B. Hydroperoxiden, Endoperoxiden, Carbonylen usw., die auch bei der
Lipidperoxidation (siehe Abschnitt 3.1.1.3) eine Rolle spielen. Schäden an Proteinen finden
meist durch Reaktion mit den Aminosäureresten Histidin (His), Cystein (Cys), Methionin
(Met) oder Tryptophan (Trp) statt. Michaeli et al. (1994) haben für diese Reaktionen bei
22 °C folgende Geschwindigkeitskonstanten gemessen:
k His = 4,6 x 107 M-1s-1, k Cys = 5 x 107 M-1s-1, k Met = 1,3 x 107 M-1s-1 und k Trp = 3,2 x 107 M-1s-1
Triplett-Sauerstoff     Singulett-Sauerstoff    Singulett-Sauerstoff
   ( 3∑−g Zustand)         ( 1∆ g -Zustand)         ( 1Σ g+ -Zustand)
Abbildung 3.1: Die verschiedenen Spinzustände von Disauerstoff (Holleman & Wiberg, 1985)
+ 92 kJ/mol + 63 kJ/mol
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Superoxidradikalanion:
Das Superoxidradikalanion (im folgenden Superoxid abgekürzt) ist selber nicht besonders
reaktiv, stellt aber einen Vorläufer für andere reaktivere Sauerstoffspezies dar. Wenn
Superoxid, das eine schwache Base ist, ein Proton aufnimmt, bildet sich das Hydro-
peroxylradikal ( HO2• ), das einen pKS-Wert von ungefähr 4,8 besitzt.
Aus Erythrozyten isolierten McCord et al. 1969 ein kupferhaltiges Protein, das zuerst Erythro-
cuprein genannt und später in Superoxid-Dismutase (SOD) umgetauft wurde, da es die Dis-
proportionierung von Superoxid in Wasserstoffperoxid und Sauerstoff katalysiert (siehe
Abbildung 3.2). Das Enzym enthält äquimolar Kupfer und Zink in seinem aktiven Zentrum.
2 O2•−     +     2 H +         H O2 2    +   O2
k = 5 x 105 M-1s-1 (pH 7,4)
k CuZnSOD = 1,6 x 109 M-1s-1 (pH 7,4)
Abbildung 3.2: Die Disproportionierung von Superoxid wird durch die Kupfer-Zink-Superoxid-
Dismutase (CuZnSOD) stark beschleunigt (Halliwell & Gutteridge, 1989).
Das Verhältnis H O2 2 / O2•−  beträgt in den meisten Zellen ca. 1000 / 1. Die intrazelluläre Kon-
zentration an Superoxid beträgt 10-9–10-12 M. Die Beobachtung, dass sich in vielen Systemen,
die Superoxid generieren, auch Hydroxylradikale nachweisen lassen, wurde ursprünglich auf
die sogenannte Haber-Weiss-Reaktion (siehe Abbildung 3.3) zurückgeführt. Die Geschwin-
digkeitskonstante dieser Reaktion ist jedoch annähernd null.
       H O2 2   +  O2•−                 OH•  +   OH−   +  O2
Abbildung 3.3: Die Haber-Weiss-Reaktion ist bei pH 7,0 kinetisch gehemmt (Czapski et al.,
1978).
 
Die Haber-Weiss-Reaktion wird allerdings durch Eisenionen katalysiert (siehe Abbildung
3.4). Die Toxizität von Superoxid ist folglich oft eng verknüpft mit der Anwesenheit von
Übergangsmetall-Kationen.
SOD
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O2•− + Fe3+ O2 + Fe2+
Fe2+ + H O2 2 Fe3+ + OH• + OH−
O2•− + H O2 2 O2 + OH• + OH−
Abbildung 3.4: Durch Eisenionen wird die Haber-Weiss-Reaktion stark beschleunigt (McCord et
al., 1978). Kupferionen katalysieren die Reaktion ebenfalls, wobei auch die Bildung eines Cu(III)-
Komplexes in diesem Zusammenhang diskutiert wird (Halliwell et al., 1990).
Neben der CuZnSOD, die hauptsächlich im Cytosol lokalisiert ist, hat  man inzwischen auch
eine Mangan-haltige Superoxid-Dismutase (MnSOD) entdeckt, die sich vornehmlich im
Matrixraum von Mitochondrien befindet. Die Geschwindigkeitskonstanten der von beiden En-
zymen katalysierten Disproportionierung von Superoxid sind bei pH 7 ungefähr gleich. Bei
einigen Pflanzen und Bakterien findet man zudem noch eine Eisen-haltige Superoxid-
Dismutase (FeSOD).
Die Quellen für Superoxid sind einerseits enzymatischer Natur. So kann die aktivierte
NADPH-Oxidase von phagozytischen Leukozyten hohe lokale Konzentrationen an Superoxid
generieren, die bei der Abwehr gegen Bakterien eingesetzt werden (Gabig et al., 1979).
Der Großteil des in vivo gebildeten Superoxids entsteht bei der Zellatmung. Neben der Reduk-
tion durch die Cytochrom-c-Oxidase zu Wasser wirkt Sauerstoff auch als Elektronenakzeptor
für die Elektronentransporter der Atmungskette und wird hierbei zu Superoxid reduziert. Es
ist noch unklar, ob hierfür das Coenzym Q (Forman et al., 1982) verantwortlich ist. Mes-
sungen an isolierten Mitochondrienpräparationen zeigten, dass 1-2 % des Gesamtelektronen-
flusses zur Produktion von Wasserstoffperoxid führt (Boveris et al., 1973). Die direkte Mes-
sung von Superoxid war aufgrund der Anwesenheit von Superoxid-Dismutase nicht möglich.
Neuere Experimente, die unter physiologischeren Bedingungen stattfanden, ergaben dagegen
einen Anteil der Bildung von Wasserstoffperoxid am Gesamtelektronenfluss von < 0,1 %
(Hansford et al., 1997). Es gibt bisher noch keinen Wert, der allgemein akzeptiert wäre.
Das Cytochrom P-450-System, das im endoplasmatischen Reticulum lokalisiert ist, stellt eine
weitere Quelle für die Bildung von Superoxid in Zellen dar (Terelius et al., 1988).
Eine wichtige Reaktion von Superoxid ist die Reaktion mit dem Stickstoffmonoxidradikal zu
Peroxynitrit (siehe Abschnitt 3.1.1.2, Seite 22).
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Wasserstoffperoxid:
Wasserstoffperoxid entsteht neben Sauerstoff bei der Disproportionierung von Superoxid. Es
existieren aber auch enzymatische Produktionswege (Urat-Oxidase, Glycolat-Oxidase), die
ohne zwischenzeitliche Bildung von Superoxid verlaufen. Die in vivo-Konzentration von
Wasserstoffperoxid variiert. In Hepatozyten schätzt man die Konzentration aufgrund der
effektiven Abbaumechanismen auf lediglich 10-7–10-9 M (Halliwell & Gutteridge, 1989),
während man in der Linse des menschlichen Auges eine Konzentration von 10–25 µM
(Bhuyan et al., 1977) vorfindet.
Wasserstoffperoxid ist ein schwaches Oxidationsmittel, das einige Enzyme, wie die Gly-
ceraldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase,  mit Thiolgruppen im aktiven Zentrum inaktivieren
kann. Im Gegensatz zum Superoxidradikalanion kann Wasserstoffperoxid über Membranen
diffundieren. Besonders wichtig ist seine Rolle als Vorläufer zur Bildung von Hydroxyl-
radikalen nach der Fenton-Reaktion (siehe Abbildung 3.6, Seite 17). Daher ist es wichtig, dass
die Zelle die Konzentration an Wasserstoffperoxid kontrollieren kann. Dies wird in der
Hauptsache durch Katalase und Glutathion-Peroxidase bewerkstelligt (siehe Abbildung 3.5):
2 H O2 2  2 H O2   +   O2
2 GSH    +  H O2 2         GSSG  +  2 H O2
Abbildung 3.5: Enzymatischer Abbau von Wasserstoffperoxid durch Katalase und Selen-haltige
Glutathion-Peroxidase; die Peroxidase arbeitet unter Oxidation von Glutathion (GSH) zu
Glutathiondisulfid (GSSG), während die Katalase die Disproportionierung zu Wasser und
Sauerstoff katalysiert.
In Tier- und Pflanzengewebe ist die Katalase hauptsächlich in den Peroxisomen lokalisiert. In
ihrem aktiven Zentrum befindet sich eine Häm-Gruppe.
Die Aktivität der Selen-haltigen Glutathion-Peroxidase, die 1957 entdeckt wurde, ist in
Hepatozyten sehr hoch. In diesen Zellen ist sie hauptsächlich im Cytosol und im Matrixraum
der Mitochondrien lokalisiert. In ihrem aktiven Zentrum findet man Selenocystein, das nach
Reaktion mit Wasserstoffperoxid durch Glutathion (siehe Abschnitt 3.1.2) wieder reduziert
wird.  Das hierbei gebildete Glutathiondisulfid wird wiederum unter Oxidation von NADPH
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Hydroxylradikal:
Wie in Tabelle 3.2 anhand der sehr großen Geschwindigkeitskonstanten verdeutlicht, handelt
es sich beim Hydroxylradikal um ein extrem reaktives Teilchen, das mit vielen verschiedenen
Typen von Molekülen reagiert.
Tabelle 3.2: Geschwindigkeitskonstanten für die Reaktionen des Hydroxylradikals mit anderen
Molekülen (Werte aus Anbar et al., 1967; Wert für Mannitol aus Hoey et al., 1988)
Reaktionspartner pH-Wert Geschwindigkeitskonstante
[M-1s-1]
Adenin 7,4 3,0 x 109
Arginin 7 2,1 x 109
Ascorbinsäure 1 7,2 x 109
Citronensäure 1 3,0 x 107
Cystein 1 7,9 x 109
Desoxyribose 7,4 3,1 x 109
Glucose 7 1,0 x 109
Glutathion 1 8,8 x 109
Guanin - 1,0 x 1010
Harnstoff 9 < 7,0 x 105
Histidin 6-7 3,0 x 109
Lecithin - 5,0 x 108
Mannitol 7 2,7 x 109
Methionin 7 5,1 x 109
Phenylalanin 6 3,5 x 109
Thymin 7 3,1 x 109
Tryptophan 6 8,5 x 109
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Die Reaktionen des Hydroxylradikals kann man in drei Klassen unterteilen:
- Aufnahme eines Wasserstoffatoms
- Additionsreaktionen
- Elektronentransfer-Reaktionen
Reagiert ein Hydroxylradikal mit einem anderen Molekül, entsteht ein neues Radikal, das in
der Regel weniger reaktiv ist. Nach diesem Prinzip arbeiten die „Radikalfänger“, die oft über
ein aromatisches System verfügen, um durch Delokalisation das entstehende Radikal zu
stabilisieren. Wenn das entstehende Radikal hingegen immer noch sehr reaktiv ist, kann es zu
einer radikalischen Kettenreaktion kommen, wie im Fall der Lipidperoxidation (siehe
Abschnitt 3.1.1.3). Die Schäden, die hierbei an biologischen Systemen durch den
Initiationsschritt entstehen (z.B. Abstraktion eines Wasserstoffatoms durch ein
Hydroxylradikal), sind verglichen mit den durch die Kettenreaktion verursachten Zer-
störungen meist gering.
Wie Tabelle 3.2 zeigt, können Hydroxylradikale auch mit den Bestandteilen der DNS
reagieren. Hierbei können sowohl Modifikationen an den Basen als auch Strangbrüche statt-
finden. So sind Hydroxylradikale für einen Großteil der Schäden an der DNS durch ener-
giereiche Strahlung, wie γ-Strahlen, die Wasser homolytisch spalten können, verantwortlich.
Eine weitere Möglichkeit, wie in vivo Hydroxylradikale entstehen können, ist die Reaktion
von Wasserstoffperoxid mit Fe2+ -Kationen. Wie Fenton 1894 beobachtete, reagiert eine
Mischung von Wasserstoffperoxid und einem Fe2+-Salz mit einer Vielzahl organischer
Verbindungen. Die Reaktivität ist mit großer Wahrscheinlichkeit auf die Bildung von
Hydroxylradikalen zurückzuführen (siehe Abbildung 3.6).
Fe2+ + H O2 2  Fe3+ + OH• + OH−
k  =  76 M-1s-1 (pH 3,0; Gesamtreaktion)
Abbildung 3.6: Bildung von Hydroxylradikalen nach der Fenton-Reaktion; die angegebene
Geschwindigkeitskonstante bezieht sich auf die Gesamtreaktion.
Fe 3+-Ionen können unter Reduktion zu Fe 2+ weiter mit Wasserstoffperoxid zu Superoxid
reagieren, wenn auch sehr langsam bei physiologischem pH-Wert (siehe Abbildung 3.7).
intermediärer
   Komplex
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Fe3+ + H O2 2  Fe2+ + O2•− + 2 H+
Abbildung 3.7: Bildung von Superoxidradikalanionen durch Reaktion von Fe3+-Ionen mit
Wasserstoffperoxid
Es sind jedoch eine Vielzahl weiterer Reaktionen möglich, wie man aus Abbildung 3.8
ersehen kann.
OH• + H O2 2 O2•− + H + + H O2
Fe3+ + O2•− Fe2+ + O2
OH• + Fe2+ Fe3+ + OH−
Abbildung 3.8: Mögliche Reaktionen der Zwischenprodukte, die durch die Reaktion von
Wasserstoffperoxid mit Eisenionen gebildet werden (Halliwell & Gutteridge, 1989)
Die gezeigten Reaktionen sind einzelne Reaktionsschritte des Abbaus von Wasserstoffperoxid
zu Sauerstoff und Wasser unter Katalyse von Eisenionen (siehe Abbildung 3.9).
2 H O2 2           O2    + 2 H O2
Abbildung 3.9: Nettogleichung der Reaktion von Wasserstoffperoxid zu Sauerstoff und Wasser
unter Katalyse von Eisenionen
Wie bereits erwähnt, versucht der Organismus, die Konzentration von Wasserstoffperoxid
durch die Proteine Katalase und Glutathion-Peroxidase möglichst gering zu halten (siehe
Abschnitt 3.1.1.1, Seite 15). Auch für das Element Eisen hat der Organismus Schutzmaß-
nahmen getroffen. Ein Erwachsener hat im Schnitt 4-5 g Eisen im Körper, das zum Großteil
für den Sauerstofftransport bzw. dessen Speicherung (Hämoglobin, Myoglobin) verwendet
wird. Nicht benötigtes Eisen wird intrazellulär in Ferritin gelagert, das bis zu 4500 Fe3+-Ionen
umhüllt. Ferritin besteht aus 24 identischen Untereinheiten und besitzt eine Molmasse von
~ 450 000 g/mol. Für den Transport von Eisenionen im Organismus ist das Protein Transferrin
zuständig. Hierbei handelt es sich um ein Glycoprotein, das zwei Bindungsstellen für Fe3+-
Ionen besitzt. Normalerweise sind nur ca. 30 % der Bindungsstellen des im Blutstrom zirku-
lierenden Transferrins mit Eisenionen belegt, so dass die Konzentration an freien, nicht-Pro-
tein-gebundenen Eisenionen sehr gering sein sollte. Protein-gebundenes Eisen kann die oben




   Komplex
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einigen niedermolekularen Substanzen, wie Adenosintriphosphat, Guanosintriphosphat oder
Ethylendiamintetraacetat, können Fe2+-Ionen hingegen sehr wohl mit Wasserstoffperoxid
unter Bildung von Hydroxylradikalen reagieren (Koppenol, 1994). Andere niedermolekulare
Komplexbildner wie Diethylentriaminpentaessigsäure verhindern dies wiederum.
Ein weiteres Übergangsmetall, das neben Eisen in vivo eine wichtige Rolle spielt ist Kupfer.
Das im Serum vorhandene Albumin kann Cu2+-Kationen fest binden. Die hierbei auftretende
„ortsspezifische“ Bildung von Hydroxylradikalen bei Anwesenheit von Wasserstoffperoxid
schädigt zwar das Protein, verhindert aber somit beispielsweise das Binden von Cu2+-
Kationen an die DNS (Halliwell, 1988). Aufgrund der hohen Konzentration von Albumin im
Serum (50-60 mg/ml) sind die anderen Aufgaben dieses Proteins, wie der Transport von
Fettsäuren, nicht beeinträchtigt.
Harnsäure kann ebenfalls mit Cu2+-Kationen Komplexe bilden und dadurch analog Albumin
oxidativen Schaden von wichtigen biologischen Zielen „auf sich ziehen“.
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass Hydroxylradikale sehr schnell mit Molekülen in
unmittelbarer Umgebung ihres Entstehungsortes reagieren. Wird ihr Entstehen durch ein
Übergangsmetall-Kation verursacht, treten in dessen Umgebung die meisten Schäden auf.
Man spricht hierbei von „ortsspezifischen“ Reaktionen. Als Schutzmaßnahme der anti-
oxidativen Abwehr bleibt lediglich, die Entstehungsrate an Hydroxylradikalen möglichst
geringzuhalten (z.B. Speicherproteine für Übergangsmetall-Kationen), die modifizierten
Biomoleküle zu reparieren oder abzubauen und Folgereaktionen durch die gebildeten
„Sekundärradikale“ zu vermeiden (z.B. Vitamin E zur Unterdrückung der Lipidperoxidation).
3.1.1.2 Reaktive Stickstoffspezies
Seit Ende der 80er Jahre des 20. Jahrhunderts entdeckt wurde, dass Stickstoffmonoxid in vivo
wichtige Funktionen hat, nimmt die Untersuchung reaktiver Stickstoffspezies einen immer
breiteren Raum in der biochemischen Forschung ein. Vorläufiger Höhepunkt dieser Entwick-
lung ist die Entdeckung des Potenzmittels Viagra und die Vergabe des Medizinnobelpreises
1998 an die Pioniere der biochemischen NO•-Forschung Furchgott, Ignarro und Murad. Die
beiden wichtigsten reaktiven Stickstoffspezies Stickstoffmonoxid und Peroxynitrit sollen im
folgenden beschrieben werden.
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 Stickstoffmonoxid:
Stickstoffmonoxid (NO•) ist ein gasförmiges, hydrophobes freies Radikal, das durch biolo-
gische Membranen diffundieren kann. Es hat in biologischen Systemen einen Diffusions-
koeffizient von 4,8 x 10-5 cm2 s-1 (Koppenol, 1998a) und wird in vivo von speziellen Enzymen
synthetisiert. Die sogenannten NO-Synthasen (NOS) katalysieren die Oxidation eines Stick-
stoffatoms des Guanidinorestes von L-Arginin unter Bildung von L-Citrullin und NO•. NOS
kann man prinzipiell in zwei Gruppen unterteilen: Konstitutive NOS und Induzierbare NOS.
Konstitutive NOS gehören zur Grundausstattung von bestimmten Zellen. Es gibt zwei
Isoformen von konstitutiven NOS. Die eine findet man in Endothelzellen (eNOS, NOS III)1
und die andere in Neuronen (nNOS, NOS I)1. Sie werden durch den Calcium-Calmodulin-
Komplex aktiviert. Zellen mit konstitutiver NOS produzieren sofort geringe Mengen NO•,
wenn die intrazelluläre Calcium-Konzentration steigt.
Zytokine und Endotoxine stimulieren die mRNA-Transkription und Translation der induzier-
baren NOS (iNOS, NOS II)1, der zweiten Klasse von NOS. Im Vergleich mit der konstitutiven
NOS ist die Zeitspanne, die zwischen dem auslösenden Reiz und der NO•-Synthese vergeht,
bei iNOS größer. Einmal gebildet produziert iNOS jedoch größere Mengen an NO•. Das von
der iNOS gebildete NO• übernimmt cytotoxische Aufgaben, wie die Bekämpfung von
Bakterien. Das von der eNOS und nNOS gebildete NO• hat hingegen eine wichtige Funktion
als Signalmolekül. Hierbei agiert es als Neurotransmitter oder als Regulator des Blutdrucks,
indem es letztlich den Gefäßtonus durch Aktivierung der Guanylat-Cyclase vergrößert. Die
Guanylat-Cyclase katalysiert die Bildung von cyclischem Guanosinmonophosphat (cGMP),
das in Zellen als sekundärer Botenstoff fungiert2.
Kürzlich wurde eine weitere NOS (mNOS) gefunden, die an der inneren Membran von Mito-
chondrien lokalisiert ist (Giulivi et al., 1998). Sie wird durch Ca2+-Ionen aktiviert. Es wird
vermutet, dass mNOS die Aktivität der Elektronentransportkette beeinflusst, indem das
gebildete NO• an den Cytochrom-a3-CuB-Komplex der Cytochrom-c-Oxidase bindet. NO• und
O2 konkurrieren um diesen Bindungsplatz. Die Inhibierung der Cytochrom-c-Oxidase durch
NO• kann reversibel durch O2 wieder aufgehoben werden (Brown, 1999). Weiterhin ist eine
Beteiligung von mNOS an der Apoptose (kontrollierter Zelltod) über die Bildung von
Peroxynitrit denkbar (Ghafourifar et al., 1999).
                                                
1 Die beiden Abkürzungen stehen jeweils nur für eine NOS.
2 Viagra inhibiert die Phosphodiesterase, die cGMP abbaut, und kann so Erektionsstörungen
beheben.
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Man kann eine Unterteilung der Reaktionen von NO• in direkte und indirekte Effekte
vornehmen. Direkte Effekte resultieren aus der Reaktion von NO• mit Biomolekülen, während
die indirekten Effekte auf die Reaktionen von reaktiven Stickstoffspezies wie Peroxynitrit
oder N2O3 zurückzuführen sind, die aus der Autoxidation von NO• hervorgehen. Für letzt-
genannte sind höhere Konzentrationen an NO• notwendig (Wink et al., 1996). Abhängig von
seiner Konzentration kann NO• in vivo vollkommen unterschiedliche Wirkungen haben.
NO• reagiert im Gegensatz zu Radikalen wie OH• nur langsam mit den meisten Biomolekülen.
Da seine Lebensdauer in vivo aber weniger als 10 s beträgt (Moncada, 1991), sind nur
schnellere Reaktionen mit anderen Radikalen oder Metallzentren von biologischer Bedeutung.
So ist die bereits erwähnte Aktivierung der Guanylat-Cyclase, die eine Fe(II)-Häm-Gruppe
besitzt, durch Bildung eines Metall-Nitrosyl-Komplexes für die Funktion von NO• als Signal-
molekül von großer Wichtigkeit. Als Beispiel für die Reaktion mit anderen Radikalen seien
neben der Bildung von Peroxynitrit (siehe Seite 22) die Reaktionen mit Alkoxyl- und Peroxyl-
radikalen erwähnt (siehe Abbildung 3.10), die aufgrund der Bildung stabiler Verbindungen
NO• zum Inhibitor der Lipidperoxidation machen (Rubbo et al., 1994).
NO• ist sogar ein effizienterer Inhibitor als α-Tocopherol. Das Paar NO•/ α-Tocopherol zeigt
eine größere antioxidative Kapazität als Ascorbat/ α-Tocopherol (Rubbo et al., 2000).
Die Autoxidation von NO• in wässriger Lösung führt zur Bildung eines Intermediats mit der
Summenformel N2O3 (Wink et al., 1995), dessen Struktur noch nicht sicher geklärt ist. Dieses
kann Amine und Thiole nitrosylieren. Bei physiologischer Konzentration von NO• läuft die
Reaktion mit O2 jedoch sehr langsam ab und spielt daher nur eine untergeordnete Rolle. Die
Bildung von Peroxynitrit ist ein weiteres Beispiel für die indirekten Effekte von NO•.
NO•    +    ROO•    ROONO k = 2 x 109 M-1s-1, 37 °C
ROONO RO•    +     NO2• k = 0,1-0,3 s-1, 37 °C
RO•    +   NO• RONO k = 2 x 109 M-1s-1, 37 °C
Abbildung 3.10:  Mögliche Reaktion von NO• mit ROO•;  die kinetische Analyse zeigt, dass pro
Terminationsreaktion mindestens zwei Moleküle NO• verbraucht werden (O’Donnell et al., 1993).
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Peroxynitrit:
Das Peroxynitritanion (ONOO−) wird in vivo durch die Reaktion des Stickstoff-
monoxidradikals mit dem Superoxidradikalanion generiert (siehe Abbildung 3.11).
Unabhängig vom pH-Wert wird höchstwahrscheinlich nur die cis-Konformation gebildet
(Reiter et al., 2000). NO• konkurriert in vivo mit der Superoxid-Dismutase (SOD) um O2•− .
Unter normalen Bedingungen wird O2•−  durch SOD, deren intrazelluläre Konzentration ca.
10 µM beträgt, zu O2 und H2O2 abgebaut (siehe Abschnitt 3.1.1.1, Seite 13). Die
Geschwindigkeitskonstante dieser Reaktion ist mit k = 1,6 x 109 M-1s-1 zwar geringer als die
der Bildungsreaktion für ONOO−. Dies wird aber durch die verglichen mit NO• höhere Kon-
zentration an SOD kompensiert. Die normale NO•-Konzentration bewegt sich im nano-
molaren Bereich. In der Nähe von aktivierten Makrophagen hingegen mit einer geschätzten
lokalen NO•-Konzentration von 10 µM bilden sich aufgrund der höheren Geschwindig-
keitskonstante signifikante Mengen an ONOO−. Eine Bildung von ONOO− durch Reaktion
von NO− mit O2 ist in vivo ebenfalls möglich (Koppenol, 1998a).
In Abwesenheit oxidierbarer Substrate ist ONOO− stabil, während die protonierte Form, die
peroxysalpetrige Säure (ONOOH), zu Nitrat (NO3−) isomerisiert. Da ONOOH einen pKS-Wert
von 6,8 hat (Radi et al., 1991a), beträgt die Halbwertszeit von ONOOH/ONOO− bei physiolo-
gischem pH-Wert ca. 0,7 s (Koppenol, 1998b).
Während der Isomerisierung von ONOOH, deren Aktivierungsenergie 75 kJ/mol beträgt
(Koppenol, 1998a), wird eine reaktive Zwischenstufe ONOOH* durchlaufen, die Hydroxy-
lierungs- und Nitrierungsreaktionen an phenolischen Substanzen, wie Tyrosin oder die
Oxidation von Dimethylsulfoxid durchführen kann (Crow et al., 1994). Die genaue Natur
dieser reaktiven Zwischenstufe ist umstritten. Eine homolytische Spaltung in OH• und NO2•
ist nach Koppenol et al. (1998) aus kinetischen und thermodynamischen Gründen eher
unwahrscheinlich. Radi et al. (2001) hingegen nennen für die Geschwindigkeitskonstante der
Homolyse einen Wert von k = 0,9 s-1 (37 °C, pH 7,4) mit der Folge, dass  ca. 30 % ONOOH
           NO•    +      O2•−
     
        k =  1,9 x 1010 M-1s-1
Abbildung 3.11: Bildung von Peroxynitrit durch Reaktion von Stickstoffmonoxid mit Superoxid
bei 20-22 °C (Kissner et al., 1997)
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diesen Reaktionsweg beschreiten, während der Rest direkt zu NO3− isomerisiert. Des
Weiteren werden die Isomerisierung zu trans-Peroxynitrit, die Bildung eines Käfigs von OH•
und NO2•  oder die heterolytische Spaltung zu OH
− und NO2+ diskutiert.
Es können auch Reaktionen von ONOO− und ONOOH mit Substraten stattfinden (siehe
Abbildung 3.12). So reagiert ONOO− mit Thiolgruppen, die intrazellulär mit einer Kon-
zentration von ~ 5mM vorliegen. Die Geschwindigkeitskonstante im Fall von freiem Cystein
bei einem pH-Wert von 7,4 und 37 °C beträgt 5,9 x 103 M-1s-1 (Radi et al., 1991a). ONOOH
reagiert beispielsweise mit Methionin, Cytochrom c2+, Ascorbat und Tryptophan.
Im folgenden wird der Sammelbegriff „Peroxynitrit“ für die drei im Gleichgewicht stehenden
reaktiven Formen verwendet. Wenn Angaben sich nur auf eine Form beziehen, wird dies
durch Verwendung der entsprechenden Abkürzung (z.B. ONOO− ) angezeigt.
Peroxynitrit reagiert sowohl mit Antioxidantien, wie Ascorbat, α-Tocopherol, Harnsäure als
auch mit Biomolekülen, wie Zuckern, Lipiden, Nukleinsäuren und Proteinen.
Das Reaktionsspektrum von Peroxynitrit umfasst folgende Reaktionsmechanismen:





Abbildung 3.12: Peroxynitrit (ONOO−), peroxysalpetrige Säure (ONOOH) und die reaktive
Zwischenstufe (ONOOH*) reagieren mit verschiedenen Substraten (Sn) zu den jeweiligen
Produkten (Pn) (Radi, 1996).




sehr schnell langsam schnell
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In vivo dürfte ONOO− zum Großteil mit Thiolen (s.o.) oder Kohlendioxid (CO2) reagieren.
Die Konzentration von CO2 im Blut und intrazellulär beträgt ~ 1mM. Die Reaktion mit
Kohlendioxid verläuft unter Bildung von Nitrosoperoxocarboxylat (siehe Abbildung 3.13).
Genauso wie bei ONOOH ist noch unklar, ob dieses sich homolytisch unter Bildung von
NO2•  und CO3•−  spaltet. Nach Radi et al. (2001) findet die Homolyse zu ~35 % statt. Auch
die heterolytische Spaltung zu NO2+ und CO32−  wird diskutiert. Das durch eine
intramolekulare Umlagerung entstehende Nitrocarbonat-Anion (O2NOCO2−), das gemischte
Säureanhydrid von Salpetersäure und Kohlensäure, könnte ebenfalls als reaktive Spezies
auftreten (Uppu et al., 1996). Dieses hydrolysiert schließlich zu NO3− und CO2.
Die Nitrierung von Phenolen wird durch CO2 katalysiert. Wenn man für ONOOCO2− bzw.
ONOOH* eine homolytische Spaltung (unter Bildung von CO3•−  bzw. OH
•) zugrunde legt,
könnte man die Zunahme der Nitrierung damit erklären, dass durch das weniger reaktive
CO3•−  die Oxidation von Phenol zum Phenoxylradikal mit größerer Selektivität stattfindet
(Santos et al., 2000). Durch die anschließende Reaktion mit NO2• (gebildet durch die
homolytische Spaltung) bildet sich das entsprechende Nitrophenol. Bei Anwesenheit be-
stimmter Metallkomplexe beobachtet man ebenfalls eine Zunahme der Nitrierungsreaktionen
durch Peroxynitrit (siehe Abbildung 3.14). Da in Anwesenheit von CO2 weniger ONOOH*
gebildet wird, nimmt durch CO2 der Anteil an Hydroxylierungsreaktionen hingegen ab
(Lemercier et al., 1997). Die Oxidation von Glutathion und von Thiolresten in BSA durch
Peroxynitrit wird durch CO2 ebenfalls reduziert (Denicola et al., 1996). Diese Befunde
könnten erklären, warum Peroxynitrit in vivo trotz hoher intrazellulärer Konzentrationen an
Glutathion im signifikanten Ausmaß Nitrierungsreaktionen durchführen kann.
CO2 katalysiert aber auch die Isomerisierung von Peroxynitrit zu Nitrat. Daher nimmt die
Halbwertszeit von Peroxynitrit von 0,7 s (in Abwesenheit von CO2, siehe Seite 22) auf ca.
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0,01 s bei physiologischer CO2-Konzentration ab (Radi, 1999). Zusammenfassend lässt sich
feststellen, dass die Chemie von Peroxynitrit durch CO2 moduliert wird.
Im Gegensatz zu NO• kann Peroxynitrit viele mitochondriale Enzyme und Komplexe der
Atmungskomplexe irreversibel inaktivieren (Sharp et al., 1998). Peroxynitrit kann auch die
Lipidperoxidation induzieren (Radi et al., 1991b). Neben den bereits erwähnten Modifika-
tionen kann Peroxynitrit zudem Carbonylfunktionen in Proteine einführen (Tien et al., 1999).
Trotz der vielfältigen Möglichkeiten, mit Biomolekülen zu reagieren, ist Peroxynitrit kein
unspezifisches und unselektives Oxidans. In vivo reagiert es vielmehr nur mit einer begrenzten
Zahl von Zielmolekülen. So kann Peroxynitrit mit den Thiolresten einiger Proteine besonders
schnell reagieren und diese somit inaktivieren. Ein Cysteinrest der Glyceraldehyd-3-phosphat-
Dehydrogenase beispielsweise reagiert nach Souza et al., 1998 mit einer Geschwindigkeits-
konstante von k = 6 x 104 M-1s-1 (25 °C, pH 7,4) mit Peroxynitrit. Metalloproteine stellen in
vivo ebenfalls wichtige Reaktionspartner von Peroxynitrit dar. Die Geschwindigkeitskonstante
für die Reaktion mit Cytochrom c2+ zu Cytochrom c3+ beträgt nach Radi (1998) k = 1,3 x 104
M-1s-1 (25 °C, pH 7,4). In Escherichia coli konnte auch gezeigt werden, dass Dehydratasen mit
[4Fe-4S]-Cluster (Aconitase, 6-Phosphogluconat-Dehydratase) bevorzugte Reaktionspartner
von Peroxynitrit sind (Keyer et al., 1997). Die Geschwindigkeitskonstante für die Reaktion
mit Aconitase beispielsweise beträgt nach Castro et al. (1994) k = 1,4 x 105 M-1s-1 (25 °C, pH
7,6). Auch die Nitrierung von Tyrosin durch Peroxynitrit stellt einen selektiven Prozess dar,
Abbildung 3.14: Reaktionsausbeute der Nitrierung von p-Hydroxyphenylacetat durch
Peroxynitrit; die Geschwindigkeitskonstanten für die verschiedenen Nitrierungsreaktionen in
Anwesenheit der entsprechenden Katalysatoren sind angezeigt. Die Reaktionsausbeuten wurden
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weil sie nicht alle Tyrosinreste eines Proteins erfasst. Ist der Tyrosinrest zur Proteinoberfläche
exponiert, in einer Schleifenregion lokalisiert oder in Nachbarschaft zu negativen Ladungen
gelegen, kommt es bevorzugt zur Nitrierung (Souza et al., 1999).
Neben der Kinetik haben außerdem die Diffusionseigenschaften eine große Bedeutung. In
vivo kann Peroxynitrit potentiell eine Strecke von 5-20 µm zurücklegen (Radi et al., 2001).
Biologische Membranen kann ONOO−, wie im Fall der Erythrozytenmembran, über Anionen-
kanäle überwinden (Denicola et al., 1998). ONOOH kann passiv durch Lipiddoppelschichten
diffundieren, und zwar mit einem Permeabilitätskoeffizienten, der dem von Wasser
vergleichbar ist (Marla et al., 1997). Somit hat Peroxynitrit die Möglichkeit weit entfernt von
seinem Entstehungsort mit Biomolekülen zu reagieren, wobei auch Lipiddoppelschichten
keine Barrieren darstellen.
3-Nitrotyrosin:
3-Nitrotyrosin (siehe Abbildung 3.15) gilt in vivo als ein Marker, der auf die Bildung von
Peroxynitrit zurückschließen lässt (Gow et
al., 1996). Die Bildung dieser modifizierten
Aminosäure kann zwar auch alternativ, z.B.
durch Oxidation von gebildeten Ni-
trosotyrosin, erfolgen. Verglichen mit Per-
oxynitrit dürften diese Bildungsreaktionen
von 3-Nitrotyrosin jedoch eher von unterge-
ordneter Bedeutung sein. NO2•  tritt in vivo in zu geringen Konzentration auf, um signifikante
Mengen an 3-Nitrotyrosin zu produzieren (Gow et al., 1996). Ischiropoulos (1998) weist auf
die bisher sehr knappen Informationen über andere potentiell nitrierende Agenzien hin.
Es konnten bei einer Vielzahl menschlicher Krankheiten, wie Arteriosklerose, Multiple
Sklerose oder Alzheimer die vermehrte Bildung von 3-Nitrotyrosin nachgewiesen werden.
Eine detailliertere Auflistung findet sich bei Ischiropoulos (1998). Die Nitrierung von
Tyrosinresten führt zu Funktionseinbußen bei den betroffenen Proteinen. So wird beispiels-
weise Mn-SOD inaktiviert und die Phosphorylierungsreaktionen der Tyrosinkinasen gestört.
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3.1.1.3 Lipidperoxidation
Unter Lipidperoxidation versteht man die oxidative Zerstörung von mehrfach ungesättigten
Lipiden. Schon im 19. Jahrhundert wurde versucht, die Prozesse aufzuklären, die z.B. Butter
„ranzig“ werden lassen und in der ersten Hälfte des 20. Jahrhunderts gelang es, die
prinzipiellen Mechanismen dieser Reaktionen zu ermitteln. Die Relevanz dieser Reaktionen
für biologische Membranen wurde erst später erkannt. Biologische Membranen bestehen
neben Lipiden auch aus Proteinen. Beispielsweise beträgt der Proteinanteil der inneren
Mitochondrienmembran ca. 80 % (w/w). Neben den Lipiden können auch die Membran-
proteine durch reaktive Spezies geschädigt werden. Bei Letztgenannten kann es sich um
hochreaktive Moleküle, wie Peroxyl- oder Alkoxylradikale handeln, die aus der Reaktion von
reaktiven Spezies (siehe Abschnitt 3.1.1.1 und 3.1.1.2) mit Lipiden resultieren. Die
Lipidperoxidation lässt sich in drei Stufen unterteilen: Initiations-, Propagations- und
Terminationsreaktionen
Initiationsreaktion:
Im Initiationsschritt der Lipidperoxidation wird ein Wasserstoffatom, ein Radikal, von einer
Fettsäurekette eines Lipids entfernt (Pryor et al., 1984). Im Gegensatz zum Hydroxylradikal,
Peroxynitrit und verschiedenen Eisen-Sauerstoffkomplexen kann durch Superoxid oder
Wasserstoffperoxid keine Lipidperoxidation ausgelöst werden. Das Entfernen des Wasser-
stoffatoms findet vornehmlich in Nachbarschaft zu Doppelbindungen statt, da das entstehende
Radikal mesomeriestabilisiert werden kann (siehe Abbildung 3.16). Es entsteht hierbei ein
konjugiertes Dien (Farmer et al., 1942), das sich UV-VIS-spektroskopisch detektieren lässt.
Abbildung 3.16: Initiationsschritt der Lipidperoxidation am Beispiel einer Fettsäure mit drei nicht-
konjugierten Doppelbindungen; durch Abstraktion eines Wasserstoffatoms entsteht ein
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Propagationsreaktion:
Das gebildete Radikal könnte mit einem anderen Radikal unter Ausbildung einer kovalenten
Bindung reagieren. Sehr viel wahrscheinlicher ist jedoch die Reaktion mit Sauerstoff unter
Ausbildung eines Lipidperoxylradikals (siehe Abbildung 3.17), die mit k ~ 108 - 2 x 109 M-1s-1
(Chaudière, 1994) annähernd diffusionskontrolliert verläuft.
Lipidperoxylradikale können von einer Fettsäure ein Wasserstoffatom abstrahieren. Hierbei
entsteht ein Lipidhydroperoxid, das in Abwesenheit von Übergangsmetall-Kationen stabil ist,
und ein „Lipidylradikal“ (siehe Abbildung 3.16). Da dies dem Initiationsschritt entspricht,
handelt es sich bei der Lipidperoxidation um eine autokatalytische Radikalkettenreaktion.
Bei mehrfach ungesättigten Fettsäuren entstehen verschiedene Lipidhydroperoxide, je nach-
dem an welcher Methylengruppe im Initiationsschritt das Wasserstoffatom abstrahiert wurde
bzw. mit welchem Kohlenstoff des Lipidylradikals der Sauerstoff reagiert. Weiterhin kann das
Lipidperoxylradikal anstelle des Hydroperoxids ein cyclisches Peroxidradikal bilden (siehe
Abbildung 3.18).
In Anwesenheit von reduzierten Übergangsmetall-Kationen wird, wie in der Fenton-Reaktion,
die Peroxofunktion von Lipidhydroperoxiden (LOOH) unter Bildung eines Alkoxylradikals
( LO• ) gespalten (siehe Abbildung 3.19).
      k ~ 108 - 2 x 109 M-1s-1
Abbildung 3.17: Die Bildung eines Lipidperoxylradikals durch Reaktion von Triplett-Sauerstoff
mit einem „Lipidylradikal“ verläuft annähernd diffusionskontrolliert.
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Fe2+ + LOOH Fe3+ + LO• + OH−
k  =  1,5 x 103 M-1s-1
Abbildung 3.19: Bildung von Alkoxylradikalen durch Reaktion von Lipidhydroperoxiden mit
Fe2+-Kationen (Reaktion mit Cu+ verläuft analog Cu2+)
Bemerkenswert ist, dass die Geschwindigkeit dieser Reaktion mit k = 1,5 x 103 M-1s-1
(Halliwell et al., 1990) sehr viel schneller ist als die der Fenton-Reaktion mit k = 76 M-1s-1
(siehe Abbildung 3.6). Fe3+-und Cu2+-Kationen reagieren ebenfalls mit Lipidhydroperoxiden,
wenn auch sehr viel langsamer (siehe Abbildung 3.20).
LOOH  +  Fe3+       LOO•   +  H+   +  Fe2+
Abbildung 3.20: Fe3+-Kationen reagieren unter Reduktion zu Fe2+ mit Lipidhydroperoxiden zu
Lipidperoxylradikalen; die gebildeten Fe2+-Kationen können gemäß Reaktion in Abbildung 3.19
weiterreagieren.
Sowohl kommerziell erhältliche Lipide als auch aus Zellen isolierte Membranfraktionen sind
stets mit Lipidhydroperoxiden kontaminiert. Die Zugabe von Eisen- oder Kupfersalzen führt
somit zur Bildung von Peroxyl- und Alkoxylradikalen, d.h. die Lipidperoxidation wird durch
die Anwesenheit dieser Übergangsmetall-Kationen stimuliert. Der in Abbildung 3.16
dargestellte Initiationsschritt ist hierzu nicht nötig.
Abbildung 3.21: Bildung von Kohlenwasserstoffen und Aldehyden durch die Reaktion von
Fe2+-Kationen mit Fettsäurehydroperoxiden; befindet sich die Hydroperoxidgruppe am fünften
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Die Reaktion von Eisen- oder Kupferionen mit Lipidhydroperoxiden resultiert in der Bildung
einer Vielzahl von Produkten, wie Epoxiden, Carbonylen und Kohlenwasserstoffen.
Abbildung 3.21 zeigt eine Fettsäure mit einem Hydroperoxid am fünften Kohlenstoff vom
Methylende betrachtet. Durch Reaktion mit Fe2+-Kationen bildet sich schließlich n-Pentan
und ein Aldehyd. Analog entsteht Ethan oder Ethen.
Bei den im Verlauf der Lipidperoxidation gebildeten Carbonylen handelt es sich u.a. um
n-Alkanale, 2-Alkenale, 2,4-Alkadienale, Alkatrienale, α−Hydroxyaldehyde, Hydroperoxi-
aldehyde, 4-Hydroxyalkenale, 4-Hydroperoxyalkenale, gesättigte und ungesättigte Ketone und
α−Dicarbonyle (Esterbauer, 1982). Prominente Vertreter sind in Abbildung 3.22 dargestellt.
Die im Verlauf der Lipidperoxidation gebildeten reaktiven Substanzen können auch mit
Membranproteinen reagieren. So entstehen bei der Reaktion von Malondialdehyd mit
primären Aminogruppen N,N‘-1-Amino-3-iminopropene, die fast identische spektrale Eigen-
schaften wie die Chloroform-Methanol-Extrakte von Alterspigmenten („Lipofuscin“) besitzen
(Shimasaki et al., 1977). Wie in Abbildung 3.23 gezeigt, kann es zur intra- und inter-
molekularen Quervernetzung von Proteinen kommen (Chio et al., 1969). Die Quervernetzung
von DNS durch Malondialdehyd ist ebenfalls möglich (Reiss et al., 1972).
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Durch Reaktion von Aldehyden mit Thiolresten können Proteine, die im aktiven Zentrum ein
Cysteinrest besitzen, inaktiviert werden (siehe Abbildung 3.24).
So lässt sich beispielsweise zeigen, dass in Liposomen rekonstituierte Na+/K+-ATPase durch
reaktive Substanzen, die während der Lipidperoxidation entstehen, desaktiviert wird (Thomas
et al., 1990). Der Einbau von Vitamin E (siehe Abschnitt 3.1.2) in die Liposomenmembran
verhindert diesen Prozess.
Wie Abbildung 3.25 zeigt, kann Singulett-Sauerstoff in einem nicht-radikalischen Mecha-
nismus mit ungesättigten Lipiden zu Lipidhydroperoxiden reagieren (Pryor et al., 1984).
Abbildung 3.23: Bildung von intra- und intermolekularen Quervernetzungen durch Reaktion von
Malondialdehyd mit primären Aminogruppen von Proteinen.
Abbildung 3.24: Reaktion von 4-Hydroxy-2,3-trans-nonenal mit Thiolgruppen am Beispiel eines
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Singulett-Sauerstoff könnte durch die in Abbildung 3.26 beschriebene Reaktion entstehen
(Howard et al., 1968).
Die Chemilumineszenz, welche die Lipidperoxidation stets begleitet, könnte teilweise auf die
Bildung von Singulett-Sauerstoff zurückzuführen sein, da dieser beim Übergang zu Triplett-
Sauerstoff Photonen emittiert.
Terminationsreaktionen:
Reaktionen, durch die der radikalische Kettenmechanismus beendet wird, nennt man Termi-
nationsreaktionen. Hierbei handelt es sich zum Beispiel um die Reaktion von zwei Radikalen
unter Ausbildung einer kovalenten Bindung oder die Bildung eines stabilen Radikals, das
nicht weiterreagiert, wie im Fall der Reaktion eines Alkoxylradikals mit Vitamin E.
Bei den geschilderten Reaktionen, die während der Lipidperoxidation ablaufen, handelt es
sich um nicht-enzymatische Vorgänge. Sie sind zu unterscheiden von der kontrollierten und
stereospezifischen Synthese von Hydroperoxiden und Endoperoxiden durch die Enzyme
Prostaglandinendoperoxid-Synthase und Lipoxygenase. Die hierbei gebildeten Produkte
übernehmen wichtige biologische Funktionen.
Abbildung 3.25: Reaktion von 1∆g-Sauerstoff mit der Doppelbindung zwischen C12 und C13 einer
Fettsäure; sowohl die Bildung des 12- und 13-Hydroperoxids (Doppelbindung zwischen C12 und
C11) als auch des 10- und 9-Hydroperoxids (Reaktion mit der Doppelbindung zwischen C10 und
C9) ist möglich.

















+ + +    
1O2
Keton AlkoholPeroxylradikale
3     Einleitung 33
Schutzmechanismen gegen die Lipidperoxidation:
Um das Ausmaß der Lipidperoxidation einzudämmen, ist in biologischen Membranen Vita-
min E (Tocopherol) gelöst, das mit Peroxyl- und Alkoxylradikalen unter Abgabe eines Was-
serstoffatoms reagiert (siehe Abschnitt 3.1.2). Das so generierte Tocopheroxylradikal ist auf-
grund der Delokalisation des ungepaarten Elektrons über den aromatischen Ring relativ stabil
und reagiert nur langsam mit mehrfach ungesättigten Fettsäureresten (siehe Abschnitt 3.1.2).
Analog Abbildung 3.5 baut die Selen-haltige Glutathion-Peroxidase neben Wasserstoff-
peroxid auch Fettsäurehydroperoxide unter Ausbildung einer stabilen Alkoholfunktion ab
(siehe Abbildung 3.27).
2 GSH   +   ROOH              GSSG   +   ROH   +  OH−
Abbildung 3.27: Von Glutathion-Peroxidase katalysierte Reaktion von einem Fettsäure-
hydroperoxid (ROOH) zu einem Alkohol (ROH) unter Oxidation von Glutathion (GSH) zu
Glutathiondisulfid (GSSG)
Die Selen-haltige Glutathion-Peroxidase kann zwar Fettsäurehydroperoxide aber nicht Lipid-
hydroperoxide reduzieren (Grossmann et al., 1983). Die Hydrolyse vom Lipidrest könnte
durch Aktivierung von Phospholipase A21 durchgeführt werden (Sevanian et al., 1985). Neben
dieser wasserlöslichen gibt es auch eine membrangebundene Selen-haltige Glutathion-Peroxi-
dase, die in vitro Lipidhydroperoxide reduziert (Ursini et al., 1987). Diese scheint allerdings,
neben Glutathion auch andere Substrate als Reduktionsmittel zu verwenden.
Weiterhin gibt es noch eine im Cytosol lokalisierte Glutathion-Peroxidase, die kein Selen
enthält. Diese kann zwar organische Hydroperoxide, nicht aber Wasserstoffperoxid abbauen.
Die Familie der Glutathion-S-Transferasen könnte auch beim Abbau von organischen Per-
oxiden (Mannervik et al., 1988) und α,β-ungesättigten Carbonylen wie 4-Hydroxy-2,3-trans-
nonenal (Stenberg et al., 1992) von Bedeutung sein.
Da bei der Lipidperoxidation Übergangsmetall-Kationen eine Rolle spielen, sind die auf Seite
15 erwähnten Speicher- und Transportproteine ebenfalls sehr wichtig.
Schließlich sind Carotenoide zu erwähnen, die sehr effiziente physikalische Quencher von
Singulett-Sauerstoff sind (Dismascio et al., 1989).
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3.1.1.4 Proteinmodifikationen
Viele Arbeiten zur Oxidation von Proteinen wurden bereits am Anfang des 20. Jahrhunderts
von Dakin (1906) durchgeführt. Dieser konnte schon damals nachweisen, dass durch Oxida-
tion Carbonylverbindungen in Aminosäuren entstehen. Abbildung 3.28 zeigt die Hauptreak-
tionen an den Seitenketten aliphatischer Aminosäuren.
Das Alkoxylradikal kann neben der dargestellten Bildung des α-Hydroxyalkylradikals noch
weitere Reaktionen durchführen. So kann es unter Abstraktion eines Wasserstoffatoms einen
stabilen Alkohol bilden. Diese Reaktion sowie die dargestellte Bildung eines Hydroperoxids
zeigen, dass die Proteinoxidation auch als Kettenreaktion ablaufen kann, da durch die
Abstraktion eines Wasserstoffatoms ein neues Radikal entsteht. Bei Rinderserumalbumin
wurde festgestellt, dass pro OH•-Radikal bis zu 15 Aminosäuren modifiziert werden (Neuzil et
al., 1993). Die gebildeten Hydroperoxide können in Gegenwart von Übergangsmetall-
Kationen unter Bildung von Radikalen abgebaut werden (Dean et al., 1997).
Abbildung 3.28: Hauptreaktionen aliphatischer Seitenkettenradikale gebildet während der
Oxidation von Proteinen am Beispiel von Valin (modifiziert nach Fu et al., 1997); stabile
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Des Weiteren können tertiäre Alkoxylradikale, wie in Abbildung 3.21 und Abbildung 3.29 ge-
zeigt, eine β-Spaltung unter Bildung eines Carbonyls und  eines Alkylradikals durchführen.
Wenn in einem Protein die Abstraktion des Wasserstoffatoms nicht an der Seitenkette sondern
am α-Kohlenstoff stattfindet, kann es zu Strangbrüchen kommen (siehe Abbildung 3.29).
Durch Radiolyse von Wasser generierte freie Radikale modifizieren nahezu alle Aminosäuren
(Levine, 1983). Bei der Metall-katalysierten Oxidation (MCO) von Proteinen hingegen kommt
es zu spezifischeren Modifikationen. Dies hat seine Ursache darin, dass es hierbei zu
„ortsspezifischen“ Reaktionen kommt (siehe Abschnitt 3.1.1.1, Seite 19). Aminosäuren wie
Histidin, Lysin, Arginin und Prolin sind besonders gefährdet, durch MCO-Systeme oxidiert zu
werden (Amici et al., 1989). Abbildung 3.30 zeigt einen möglichen Mechanismus für die
Oxidation von Lysinresten durch MCO-Systeme.
Abbildung 3.29: Reaktionen am Proteinrückgrat unter Strangbruch in Anwesenheit von
Sauerstoff (Dean et al., 1997); das aus der β-Spaltung resultierende Radikal ist nicht stabil und
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Auch die aromatischen Seitenketten werden durch freie Radikale oxidiert. Während der Oxi-
dation von aromatischen Seitenketten kann ein Phenoxylradikal aus Tyrosin  entstehen. Dieses
kann mit einem weiteren Phenoxylradikal zu Dityrosin reagieren (siehe Abbildung 3.31). Des
Weiteren hydroxylieren OH•-Radikale Phenylalanin und Tyrosin (Jayson et al., 1954). Oxida-
tiver Stress führt zur Bildung von 5-Hydroxytryptophan, Kynurenin oder n-Formylkynurenin
aus Tryptophan. Auch die Bildung von 2-Oxohistidin aus Histidin ist eine vielfach beschrie-
bene Folge des Einflusses von OH•-Radikalen (Uchida et al., 1993). Besonders oxidations-
empfindlich ist die Aminosäure Cystein, deren Thiolgruppe leicht zu Disufiden, Sulfon- und
Sulfinsäure oxidiert wird (Rice-Evans et al., 1991).
Abbildung 3.30: Möglicher Mechanismus der „ortsspezifischen“ Modifikation von Lysinresten
durch MCO-Systeme (Stadtman et al., 1991); die ε-Aminogruppe von Lysin dient als einer von
mehreren Liganden eines Fe(II)-Komplexes. Durch Reaktion mit Wasserstoffperoxid bildet sich
u.a. ein OH•-Radikal, das vom ε-Kohlenstoffatom ein Wasserstoffatom abstrahiert. Unter
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Methionin kann zu Methioninsulfoxid oxidiert werden, das anschließend in vivo durch die
Methioninsulfoxid-Reduktase wieder reduziert werden kann.
Wie bereits auf Seite 31 erwähnt, kommt es auch zu Proteinmodifikationen durch Reaktion
von Aminosäureresten mit reaktiven Molekülen, die aus der Lipidperoxidation resultieren.
Die Nitrierung von Tyrosin zu 3-Nitrotyrosin wird in Abschnitt 3.1.1.2 besprochen.
Ob die Oxidation von Proteinen kritisch ist für das Fortschreiten des Alternsprozess ist noch
unklar (Dean et al., 1997).
Abbildung 3.31: Modifizierte Aminosäuren als Resultat oxidativen Stresses; DOPA kann Über-
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3.1.1.5 Membrantheorie des Alterns
Jede Zelle wird von einer Plasmamembran umhüllt. Bei Eukaryonten gibt es außerdem noch
viele Organellen wie Mitochondrien, Chloroplasten, das endoplasmatische Reticulum oder
den Zellkern, die ebenfalls durch Membranen begrenzt sind. Die Membranen sind aus einer
Lipiddoppelschicht aufgebaut, in die Proteine eingelagert sind. Die meisten Membranen
bestehen zu mindestens 50 % (w/w) aus Membranproteinen (Voet & Voet, 1992).
Letztgenannte übernehmen wichtige Funktionen, wie Transportprozesse oder die
Signalweiterleitung über die Membran. Weiterhin finden an Biomembranen so wichtige
Prozesse, wie die oxidative Phosphorylierung oder die Photosynthese statt.
Das Fluid-Mosaik-Modell (Singer et al., 1972) besagt, dass Membranproteine wie „Eisberge“
in einem zweidimensionalen Lipid-„Meer“ umherschwimmen1. Die Funktion vieler Mem-
branproteine ist möglicherweise eng mit einer Lateral- oder Rotationsdiffusion verknüpft.
Eine Zunahme der Membranviskosität würde deren Proteinaktivität beeinträchtigen.
In der „Membrantheorie des Alterns“ (Zs.-Nagy, 1978) wird der Zunahme der Viskosität der
Plasmamembran eine entscheidende Rolle beim Zellaltern zugeschrieben. Diese Änderung
kann viele Ursachen haben, wie z.B. den Anstieg des Cholesterin/Phospholipid-Verhältnisses
(Hegner, 1976) oder Oxidationsschäden durch reaktive Spezies (Stadtman, 1988). Hierdurch
nimmt die passive Permeabilität für K+-Ionen ab mit der Folge, dass die intrazelluläre K+-
Konzentration ansteigt (Pieri et al., 1977). Durch die erhöhte cytosolische Ionenstärke wird
die Lebensdauer von Enzym-Substrat-Komplexen verlängert, und die Geschwindigkeit
enzymatischer Reaktionen nimmt ab (Somogyi et al., 1975). Hiervon sind auch die
enzymatischen Expressions-, Abwehr-, und Reparatursysteme betroffen. Diese Vorgänge
stellen somit den Beginn eines Teufelskreises dar.
Wenn die Zunahme der Viskosität aus den Reaktionen von reaktiven Spezies (siehe Abschnitt
3.1.1.1) mit der Biomembranen resultiert (Yu, 1995), ist die Membrantheorie des Alterns
lediglich Teilaspekt der „Freie Radikale-Theorie des Alterns“ (siehe Abschnitt 3.1.1).
                                                
1 Es gibt auch Membranproteine, die durch Assoziation mit dem Zytoskelett stationär sind.
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3.1.2 Antioxidantien
Halliwell et al. (1995) definieren als „Antioxidans“ eine Substanz, die schon in geringen
Konzentrationen verglichen mit der des oxidierbaren Substrates dessen Oxidation signifikant




Der Begriff „Radikalfänger“ soll hier allgemein für Substanzen gelten, die mit reaktiven
Spezies reagieren, da es auch nicht-radikalische, reaktive Spezies, wie z.B. Peroxynitrit, gibt.
Bei „Radikalfängern“ kann es sich sowohl um Enzyme, die hierbei nicht verbraucht werden,
als auch um niedermolekulare Substanzen, wie Tocopherol oder Ascorbinsäure, handeln,
deren Konzentration durch die Reaktion mit reaktiven Spezies unter Bildung vergleichsweise
stabiler Verbindungen abnimmt. Antioxidantien, wie β-Carotin, die Singulett-Sauerstoff auf
physikalische Art quenchen können, werden hierbei allerdings nicht verbraucht. Im Fall der
Lipidperoxidation kann man die Antioxidantien noch unterteilen in solche, die durch Reaktion
mit beispielsweise OH•-Radikalen die Initiationsreaktion verhindern und solche, welche die
Kettenreaktion durch Reaktion mit Peroxyl- oder Alkoxylradikalen unterbrechen.
Bei Komplexbildnern kann es sich ebenfalls um Enzyme oder niedermolekulare Substanzen
handeln. Durch Komplexierung von Übergangsmetall-Kationen wird die Bildung von
beispielsweise OH•-Radikalen (siehe Abbildung 3.6) bzw. die Reaktion mit Lipidhydroper-
oxiden zu Peroxyl- oder Alkoxylradikalen (siehe Abbildung 3.19 und Abbildung 3.20) verhin-
dert. Komplexbildner werden hierbei normalerweise nicht verbraucht.
Peroxid-abbauende Enzyme, wie die Glutathion-Peroxidase oder Katalase, überführen
Peroxide in stabile Verbindungen und verhindern somit die unter Bildung reaktiver Radikale
verlaufenden Reaktionen von Peroxiden mit Übergangsmetall-Kationen.
Viele Antioxidantien können nach unterschiedlichen Mechanismen „wirken“. So sind Harn-
säure oder Desferrioxamin sowohl effiziente Radikalfänger als auch Komplexbildner. An-
dererseits gibt es auch Antioxidantien wie Quercetin (siehe Abbildung 3.40), die zwar die
Kettenreaktion durch Reaktion mit Peroxyl- oder Alkoxylradikalen unterbrechen, aber bei An-
wesenheit von Fe3+ dieses komplexieren und zu Fe2+ reduzieren. Durch die vermehrte Bildung
von OH•-Radikalen wirken sie dann prooxidativ (Laughton et al., 1989).
Eine Verlängerung der maximalen Lebensspanne konnte bisher durch Zugabe von natürlichen
oder synthetitischen niedermolekularen Antioxidantien zur Nahrung bei Nagetieren nicht er-
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reicht werden (Yu, 1994). Das Auftreten von Alterskrankheiten kann dagegen durch solche
Maßnahmen reduziert werden (Meydani et al., 1998).
Die wichtigsten, niedermolekularen Antioxidantien werden im folgenden beschrieben:
α-Tocopherol (Vitamin E):
1922 wurde erstmals von einem über die Nahrung aufgenommenen fettlöslichen Faktor
berichtet, der essentiell für die Fortpflanzung von Ratten ist. Die Reinigung dieses Faktors
zeigte, dass es sich hierbei um Chromanderivate mit isoprenoider Seitenkette handelte (siehe
Abbildung 3.32). Die Seitenkette sorgt für die Lipophilie der sogenannten Tocopherole mit
der Folge, dass sie in der Lipidphase von Membranen und Lipoproteinen gelöst sind. Von den
vier natürlichen Tocopherolen ist α−Tocopherol der biologisch wichtigste Vertreter, da es am
schnellsten mit Peroxylradikalen reagiert und am besten im Darm resorbiert wird.
Menschen und die meisten Tiere können α−Tocopherol nicht selbst herstellen und müssen es
daher mit der Nahrung aufnehmen. Vereinfachend wird es im folgenden Tocopherol genannt.
In Abbildung 3.33 ist die antioxidative Wirkungsweise von Tocopherol gezeigt. Der Chro-
manolrest kann als Donor von Wasserstoffatomen fungieren und ist somit für die antioxi-
dativen Eigenschaften der Tocopherole verantwortlich. Dieser Schritt ist reversibel. Aufgrund
von Mesomerieeffekten ist das gebildete Tocopheroxylradikal relativ stabil, kann aber in Ab-
wesenheit von Co-Antioxidantien, die es wieder reduzieren, eine Lipidperoxidation initiieren.
Die Geschwindigkeitskonstante für die Abstraktion eines Wasserstoffatoms von einem unge-
sättigten Fettsäurerest durch das Tocopheroxylradikal beträgt jedoch nach Ingold et al. (1993)
lediglich k ~ 0,1 M-1s-1 (37 °C).
Abbildung 3.32: α-Tocopherol besitzt drei asymmetrische Kohlenstoffatome (*), die alle in der
R-Konfiguration vorliegen. Weitere natürliche Tocopherole sind β-Tocopherol (ohne
Methylgruppe an C7), γ-Tocopherol (ohne Methylgruppe an C5) und δ-Tocopherol (ohne
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Trotzdem steigt mit Zunahme der Tocopherolmoleküle in LDLs (low density lipoprotein) die
Wahrscheinlichkeit, dass hydrophile Radikale Tocopheroxylradikale generieren, die in dem
LDL eine Lipidperoxidation initiieren. In Abwesenheit von Co-Antioxidantien kann Toco-
pherol daher prooxidativ wirken (Stocker, 1999).
Wird das Tocopheroxylradikal weiter oxidiert, bildet sich irreversibel ein Produktgemisch. In
in vitro-Versuchen war das in Abbildung 3.33 dargestellte α-Tocopherylchinon mit weniger
als 20 % das Hauptprodukt (Liebler et al., 1992). Neben verschiedenen Epoxiden bildet sich
u.a. außerdem 8a-Hydroperoxy-α-tocopheron. Dieses entsteht auch bei der Reaktion von
Tocopherol mit Singulett-Sauerstoff.
Abbildung 3.33: Die Aufgabe von α−Tocopherol in Biomembranen besteht darin, durch Abgabe
von Wasserstoffatomen an Lipidperoxyl- oder Alkoxylradikale den Radikalkettenmechanismus
der Lipidperoxidation zu unterbrechen. Während das α−Tocopheroxylradikal z.B. durch Ascor-
binsäure wieder zu  α−Tocopherol reduziert werden kann, bilden sich bei weiterer Oxidation
irreversibel mehrere Produkte, wobei das dargestellte α−Tocopherylchinon das Hauptprodukt
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NMR-Studien zeigen, dass der Chromanolrest von Tocopherol in Lipiddoppelschichten sehr
nahe der Membranoberfläche zu liegen kommt (Perly et al., 1985). Dies erscheint
widersprüchlich, da die Lipidperoxyl- oder Alkoxylradikale an den Fettsäureresten im
Membraninnern lokalisiert sein sollten. Aufgrund des relativ polaren Charakters der beiden
Radikalklassen (Barclay et al., 1981) ist jedoch deren „Herausquetschen“ an die Oberfläche
durch die apolare Umgebung der nicht-oxidierten Fettsäurereste möglich. Das beobachtete
synergistische antioxidative Verhalten von Tocopherol und Ascorbinsäure in Peroxidations-
studien an künstlichen Phospholipidmembranen (Doba et al., 1985) lässt die Nähe der Chro-
manolgruppe zur Membranoberfläche ebenfalls plausibel erscheinen. Eine Reduktion des
Tocopheroxylradikals zu Tocopherol durch die hydrophile Ascorbinsäure unter Bildung des
Semidehydroascorbat-Radikals (siehe Abbildung 3.34) an der Lipid-Wasser-Grenzfläche
könnte die Ursache für dieses Phänomen sein. Dies würde auch erklären, warum man in
tierischen Geweben nur geringe Mengen an Tocopherylchinon findet (Diplock, 1994).
Aufgrund dieser effizienten Regeneration ist der Bedarf des Körpers an Tocopherol auch
gering und wird normalerweise durch die Nahrung abgedeckt. Bei Menschen tritt ein Mangel
an Tocopherol daher nur selten auf. Menschen, die jedoch an A-Betalipoproteinämie leiden,
einer Erbkrankheit, die durch fehlende Apoprotein B-Synthese charakterisiert ist, können das
im Darm resorbierte Tocopherol nicht abtransportieren, so dass dessen Plasmakonzentration
nur sehr gering ist. Die Krankheit lässt sich durch orale Gabe großer Mengen an Tocopherol
therapieren. Unbehandelt resultiert die Krankheit in Neuropathie, Retinal-Degeneration und
abnormal geformten Erythrozyten (Akanthozyten).
Ascorbinsäure (Vitamin C):
Pflanzen und die meisten Tiere können Ascorbinsäure aus Glucose synthetisieren. Da der
Mensch diese Fähigkeit nicht besitzt, muss er Ascorbinsäure über die Nahrung aufnehmen.
Ascorbinsäure ist ein wichtiger Cofaktor für verschiedene Enzyme wie Prolin-Hydroxylase
oder Lysin-Hydroxylase, die bei der Biosynthese von Kollagen eine wichtige Rolle spielen.
Diesen Enzymen gemein ist, dass sie in ihrem aktiven Zentrum Eisenionen aufweisen.
Mit einem pKS-Wert von 4,1 liegt Vitamin C unter physiologischen Bedingungen einfach
deprotoniert als Ascorbat vor. Die in vivo wichtigste Funktion von Ascorbat ist die Abgabe
von Elektronen (Elektronendonor). So findet die Aufnahme von Eisen im Darm durch die
Reduktion von Fe3+ zu Fe2+ durch Ascorbat bevorzugt statt. Auch die Freisetzung von Fe2+-
Kationen aus dem Eisenspeicherprotein Ferritin wird durch Ascorbat gefördert.
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Ascorbat reagiert mit O2
•− , HO2
• , OH• , RS• (Thiylradikalen) und Singulett-Sauerstoff. Bei
Elektronenabgabe bildet sich das Semidehydroascorbat-Radikal (siehe Abbildung 3.34), das
sich bei weiterer Oxidation zu Dehydroascorbat umwandelt. Dieses kann sich auch durch
Disproportionierung des Semidehydroascorbat-Radikals zu Ascorbat und Dehydroascorbat
bilden. Dehydroascorbat ist instabil und zerfällt in einer komplexen Reaktion schnell u.a. zu
Oxalsäure. Um dies zu vermeiden, setzt der Körper die Enzyme Dehydroascorbat-Reduktase
und NADH-Semidehydroascorbat-Reduktase ein, die unter Verbrauch von Glutathion oder
NADH die oxidierten Formen wieder in Ascorbat überführen (siehe Abbildung 3.35)
Dehydroascorbat + 2GSH GSSG + Ascorbat
Semidehydroascorbat-Radikal + NADH + H + NAD+ + Ascorbat
Abbildung 3.35: Enzymatische Reduktion der Oxidationsprodukte von Ascorbat unter Verbrauch
von Glutathion (GSH) bzw. Nicotinamid-adenin-dinucleotid (NADH)
Die beobachteten synergistischen Effekte von Ascorbat mit α-Tocopherol lassen eine
Reduktion des Tocopheroxylradikals durch Ascorbat vermuten. Die Geschwindigkeits-
konstante dieser Reaktion beträgt nach Bisby et al. (1995) k = 3 x 105 M-1s-1 (35 °C).
Wässrige Lösungen von Ascorbinsäure sind stabil, wenn keine Übergangsmetall-Kationen
vorhanden sind. In Gegenwart von beispielsweise Kupferionen bilden sich H2O2 und OH•-
Radikale. Analog zu O2
•−  kann Ascorbat Fe3+ zu Fe2+ reduzieren (siehe Abbildung 3.4) und
somit letztlich bei Anwesenheit von H2O2 OH•-Radikale generieren (siehe Abbildung 3.6).
Außerdem kann es die Eisen-abhängige Peroxidation von Membranlipiden stimulieren (siehe
Abbildung 3.19). Die Gabe von täglich 500 mg Ascorbinsäure in die Nahrung führte in einer
Studie zum Ansteigen der Konzentration an 8-Oxoadenin in Lymphozyten von Testpersonen
Abbildung 3.34: Durch Abgabe von Elektronen reagiert Ascorbat zum Semidehydroascorbat-
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(Podmore et al., 1998). 8-Oxoadenin ist ein Markermolekül für DNS-Schäden, die durch
reaktive Sauerstoffspezies verursacht wurden. Neben seinen antioxidativen Eigenschaften
kann Ascorbinsäure also auch prooxidativ wirken.
Ascorbinsäuremangel verursacht „Skorbut“ aufgrund der ungenügenden Hydroxylierung von
Kollagen. Eine Krankheit, die als Folge des Mangels an Ascorbinsäure mit erhöhtem oxida-
tivem Stress assoziiert wäre, ist hingegen unbekannt.
Glutathion
Neben seiner Funktion als Substrat für Enzyme der antioxidativen Abwehr (siehe Abbildung
3.27 und Abbildung 3.35) reagiert Glutathion (GSH) auch mit Singulett-Sauerstoff. Die Reak-
tion mit OH•-Radikalen läuft mit einer Geschwindigkeitskonstanten von k > 1 x 109 M-1s-1
(Halliwell & Gutteridge, 1989) unter Bildung von Thiylradikalen ab, die wiederum Bio-
moleküle oxidieren können (Tien et al., 1982). Da GSH in den meisten Zellen in Konzen-
trationen zwischen 1-10 mM vorhanden ist, kann es einen gewissen Schutz vor diesen
reaktiven Spezies bieten. Als Oxidationsprodukt bildet sich unter anderem Glutathiondisulfid
(GSSG). Das Verhältnis von GSH zu GSSG beträgt in den meisten Zellen unter normalen
Umständen etwa 10:1. Unter Bedingungen des oxidativen Stresses wird das Verhältnis immer
geringer. GSSG kann eine Vielzahl von Proteinen, wahrscheinlich unter Ausbildung
gemischter Disulfide, inaktivieren.
Carotenoide
Carotenoide lassen sich in die beiden Hauptgruppen Carotine und Xanthophylle unterteilen.
Carotine sind Tetraterpene (C40(H), während es sich bei den Xanthophyllen um
sauerstoffhaltige Derivate der Carotine handelt. Sie sind im Pflanzen- als auch im Tierreich
weit verbreitet. Die Farbigkeit der Carotenoide ist auf das Vorhandensein eines konjugierten
Doppelbindungssystem zurückzuführen. Eine besondere Eigenschaft dieser Verbindungen ist
ihre Lipophilie. Genauso wie α-Tocopherol sind sie daher in Lipidmembranen lokalisiert. In
Abbildung 3.36 ist stellvertretend für die mehreren hundert identifizierten Carotenoide die
Abbildung 3.36: Struktur des Carotenoids β-Carotin
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Struktur von β-Carotin dargestellt. β-Carotin und Lycopin sind mit ~50 % die häufigsten
Carotenoide im menschlichen Blut (Schmitz et al., 1991). In den Chloroplasten von Pflanzen
haben Carotenoide eine wichtige Funktion, da sie durch Energietransfer sowohl Singulett-
Sauerstoff als auch angeregtes Chlorophyll, das für die Generierung von Singulett-Sauerstoff
verantwortlich ist, in den jeweiligen elektronischen Grundzustand überführen. Bei diesen
Prozessen finden keine chemische Reaktionen statt, so dass die Carotenoide hierbei keine
oxidativen Modifikationen erfahren. Andererseits kann Singulett-Sauerstoff sich natürlich
auch unter Abnahme der Konzentration an Carotenoiden an eine der zahlreichen
Doppelbindungen addieren (siehe Abbildung 3.25).
Mit Ausnahme der Wechselwirkung mit Singulett-Sauerstoff in der Haut sind die anti-
oxidativen Mechanismen von Carotenoiden bei Tieren hingegen noch nicht geklärt. In vitro
kann auch die Reaktion mit Peroxylradikalen beobachtet werden (Vile et al., 1988). Ob eine
Reduktion des α-Tocopheroxylradikals durch Carotenoide stattfindet ist umstritten. Wie
Ascorbinsäure kann auch β-Carotin prooxidative Eigenschaften aufweisen. Es agiert als
Radikalfänger bei einem Sauerstoffpartialdruck < 200 mbar. Dies entspricht dem Partialdruck,
den man in den meisten Geweben vorfindet. Bei höherem Sauerstoffpartialdruck verliert
β-Carotin hingegen seine antioxidativen Eigenschaften und zeigt einen autokatalytischen,
prooxidativen Effekt (Burton et al., 1984).
Harnsäure:
Ein Endprodukt des Purinmetabolismus ist die Harnsäure (Abbildung 3.37), deren Plasma-
konzentration beim Mensch Werte zwischen 0,25-
0,45 mM annimmt. Eine antioxidative Wirkung von
Harnsäure in vivo wurde von Ames (1981) vorge-
schlagen, da beobachtet wurde, dass sie mit Singu-
lett-Sauerstoff, OH•- und Peroxylradikalen reagiert.
Außerdem kann Harnsäure mit Eisen- und
Kupferionen Komplexe bilden und auf diese Weise
die Lipidperoxidation verhindern (Rice-Evans et
al., 1991). In vitro wurde aber auch eine pro-
oxidative Wirkung nachgewiesen (Abuja, 1999).
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Synthetische Antioxidantien:
Synthetische Antioxidantien werden in der Nahrungsmittelindustrie schon lange eingesetzt, da
durch Unterdrückung der Lipidperoxidation die Haltbarkeit von Lebensmitteln wesentlich
verlängert werden kann. Bei den meisten Antioxidantien handelt es sich um Phenole oder
aromatische Amine, die durch Abgabe eines Wasserstoffatoms an Peroxyl- oder Alkoxyl-
radikale die Kettenreaktion unterbrechen. Abbildung 3.38 zeigt die Struktur einiger synthe-
tischer Antioxidantien, die industriell eingesetzt werden.
Pflanzliche Antioxidantien:
Zur Gruppe der pflanzlichen Antioxidantien gehören die Flavone (siehe Abbildung 3.39). Bei
diesen handelt es sich um Polyphenole mit einem Flavongrundgerüst, wie die Beispiele in
Abbildung 3.40 zeigen. Sie liegen meist glykolisiert
oder verestert vor. Da die Haltbarkeit von fetthaltigen
Lebensmitteln durch ihren Einsatz verlängert wird, hat
man schon sehr früh vermutet, dass sie antioxidative
Eigenschaften besitzen. Neben den antioxidativen
besitzen viele Flavone auch entzündungshemmende,
antiallergische und blutungsstillende Eigenschaften
(Das, 1994). Die effiziente Inhibierung der Lipid-
peroxidation durch Flavone kann seine Ursache entweder in der Komplexierung von
Übergangsmetall-Kationen oder in der schnellen Reaktion mit freien Radikalen haben
(Afanas’ev et al., 1989).
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Neben den Flavonen gibt es auch noch andere Klassen pflanzlicher Antioxidantien, wie z.B.
die Phenylpropanoide (siehe Abbildung 3.41). Diese sind in vielen pflanzlichen Nahrungs-
mitteln sogar in höherer Konzentration als die Flavone enthalten (Pannala et al., 1998).
Zusammenfassend kann man feststellen, dass es sich bei den meisten pflanzlichen
Antioxidantien um Polyphenole handelt.
Abbildung 3.40: Struktur der Flavone Quercetin und Morin
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3.2 Bacteriorhodopsin
Bacteriorhodopsin (BR) ist ein integrales Membranprotein, das man in der Plasmamembran
von Halobacterium salinarum findet. Es ist ein halophiles (salzliebendes) Archaebakterium,
das in sehr warmen, extrem salzhaltigen Gewässern lebt. Um seinen Energiebedarf zu
ergänzen, exprimiert das Bakterium BR. Das Protein fungiert als Licht-Energiewandler, indem
es die Energie des Sonnenlichtes nutzt, um vektoriell Protonen über die Membran zu trans-
portieren. Der so generierte elektrochemische Protonengradient wird für Transportprozesse,
die Flagellenbewegung und zur Synthese von Adenosintriphosphat genutzt. Bei BR handelt es
sich demnach um eine lichtgetriebene Protonenpumpe.
BR befindet sich in der Plasmamembran in scharf abgegrenzten Bereichen, die aufgrund ihrer
Farbe als „Purpurmembran“ (PM) bezeichnet werden. Diese hat eine Dicke von 4,9 nm bei
einer lateralen Ausdehnung von bis zu 1 µm. PM enthält als einziges Protein BR, auf das
Abbildung 3.42: Schematische Darstellung von Halobacterium salinarum, Elektronendichte-
verteilung in Projektion eines Ausschnitts der Purpurmembran; man kann erkennen, dass die
sieben α-Helices eines BR-Moleküls in zwei Halbbögen angeordnet sind; rechts Bändermodell in
der Seitenansicht nach Kimura et al. (1997) (Proteindatenbankeintrag: 1at9), Retinal ist violett
eingezeichnet, während die 11 Tyrosinreste (Y) grün dargestellt sind.
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75 % der Masse entfallen. Die restlichen 25 Massenprozent konstituieren sich aus Lipiden, so
dass ungefähr 10 Lipidmoleküle pro BR-Molekül in der PM enthalten sind. BR ist in der PM
in einem starren, zweidimensionalen hexagonalen Gitter mit einer Gitterkonstanten von 6,25
nm angeordnet. Eine Elementarzelle besteht dabei aus einem Trimer von BR-Molekülen
(siehe Abbildung 3.42).
Aufgrund seiner Eigenschaft, in der PM ein zweidimensionales hexagonales Gitter auszu-
bilden, konnte man schon früh Strukturdaten von BR ermitteln (Henderson et al., 1975), so
dass es heute das am besten erforschte Membranprotein ist.
BR hat die in Abbildung 3.43 dargestellte Aminosäuresequenz :
Abbildung 3.43: Aminosäuresequenz von Bacteriorhodopsin; die Rechtecke symbolisieren die
α-Helices, die mit den Buchstaben A bis G durchnummeriert sind (Henderson et al., 1990). Die 11
Tyrosinreste sind durch einen Kreis hervorgehoben. Der zytoplasmatische Teil des Proteins ragt
aus der Lipiddoppelschicht (schematisch an beiden Seiten dargestellt) heraus (Lücke, et al. 1999).
Der Einbuchstabencode für Aminosäuren ist in Tabelle 3.4 auf Seite 54 abgebildet.
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Die Lipide der Purpurmembran bestehen nach Kates (1982) zu etwa 25 % aus neutralen
Komponenten, von denen Squalen und Retinal mit jeweils ungefähr 10 % den Hauptanteil
bilden. Die Kopfgruppen der restlichen 75 % an Lipiden konstituieren sich aus Phosphatidyl-
glycerophosphat (50 %), Phosphatidylglycerol (5 %), Phosphatidylglycerosulfat (4 %), Glyco-
lipidsulfat (7 %) und Triglycosyldiether (15 %). Bei den aliphatischen Seitenketten handelt es
sich um gesättigte C20-Isoprenoidalkohole, die über Etherbindungen mit den Kopfgruppen
verknüpft sind.
Die Polypeptidkette von BR, die insgesamt sieben membrandurchspannende α-Helices bildet,
konstituiert sich nach Ovchinnikow (1978) aus 248 Aminosäuren (siehe Abbildung 3.43). Die
hieraus errechneten Molekularmassen von 26784 Da (ohne Retinal) bzw. 27050 Da (mit Reti-
nal) wurden inzwischen massenspektrometrisch bestätigt (Hufnagel et al., 1996). BR besitzt
den Chromophor Retinal, der unter Ausbildung einer protonierten Schiff-Base mit dem Lysin-
rest 216 des Proteins verknüpft ist. Das Retinal ist in eine Bindungstasche im Innern des Pro-
teins eingebettet, die u.a. aus vier Tryptophan-Seitenketten gebildet wird, während die Amino-
säurereste Aspartat 85, Tryptophan 86, Arginin 82 und Aspartat 212 ein komplexes Gegenion
zur protonierten Schiff-Base bilden (Oesterhelt, 1998). Durch die elektrostatische Wechsel-
wirkung zwischen Chromophor und Protein wird das Absorptionsmaximum von Retinal, das
in Lösung bei 370 nm liegt, stark rotverschoben. Dieser als „Opsin-Shift“ bezeichnete Effekt
findet sich bei allen Retinal-Proteinen wieder. Im lichtadaptierten Grundzustand der PM liegt
Retinal in der all-trans-Konformation vor, die ein Absorptionsmaximum von 568 nm besitzt.
Im Dunkeln gelagert bildet sich dagegen der dunkeladaptierte Grundzustand aus, dessen
Absorptionsmaximum bei 558 nm liegt. Bei diesem liegt ein Gemisch von all-trans und 13-
cis-Retinal vor. Nur die all-trans-Konformation kann jedoch Protonen pumpen.
Struktur:
Die Struktur von BR in der PM ist mittlerweile in einer Auflösung von 0,3 nm (Kimura et al.,
1997) bekannt. In kubischer Phase sind inzwischen sogar Strukturdaten mit einer Auflösung
von 0,155 nm publiziert (Luecke et al., 1999). Zwischen den beiden Halbbögen (siehe
Abbildung 3.42), die von den α-Helices gebildet werden, befindet sich ein transmembraner
Protonenleitungsweg. Dieser ist durch den in der Mitte lokalisierten Chromophor Retinal in
zwei Halbkanäle unterteilt. Aminosäureseitenketten bilden zusammen mit Wassermolekülen
ein Netzwerk von Wasserstoffbrückenbindungen aus, durch die der Protonentransport erfolgt.
Wird ein Photon durch den Chromophor absorbiert, kommt es zu Konformationsänderungen
im Chromophor und im Protein, die den vektoriellen Protonentransport induzieren. Durch die
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Abfolge der Konformationsänderungen werden pKS-Werte von essentiellen Aminosäureresten
und der Schiff-Base derart verändert, dass zuerst das Proton der Schiff-Base mit einer
Zeitkonstanten von ca. 80 µs auf den deprotonierten Aspartatrest 85 übertragen wird (gleich-
zeitig erscheint ein Proton auf der extrazellulären Oberfläche des Proteins). Anschließend
wird die Schiff-Base mit einer Zeitkonstante von ca. 5 ms durch den Aspartatrest 96 des
zytosolischen Halbkanals reprotoniert (der nachfolgend von der zytoplasmatischen Seite
selber wieder reprotoniert wird). Neben dem Einfluss auf die pKS-Werte werden durch die
Konformationsänderungen die Distanzen der Protonen-übertragenden Gruppen auf eine Größe
reduziert, welche die Protonentransferprozesse überhaupt erst ermöglichen und die
Vektorialität des passiven Transportes gewährleisten. Die Konformationsänderungen, die
schließlich zum Ausgangszustand relaxieren, spiegeln sich im sogenannten „Photozyklus“
wider. Die hierbei durchlaufenen Intermediate werden mit den Buchstaben J bis O bezeichnet.
Da die transient gebildeten Intermediate unterschiedliche spektrale Eigenschaften besitzen,
lassen sie sich durch zeitaufgelöste Absorptionsspektroskopie verfolgen.
Photozyklus:
In Abbildung 3.44 ist ein Modell des Photozyklus dargestellt. Die Indizes an den Buchstaben
Abbildung 3.44: Schematische Darstellung des Photozyklus von BR nach Váró et al. (1995).
Durch die Deprotonierung bzw. Protonierung der Schiff-Base (SB), einer Proton-freiset-
zenden Gruppe (X) sowie der Aspartatreste (D) 85 und 96 gibt BR letztlich ein Proton an die
extrazelluläre Seite (EC) ab und nimmt ein Proton aus dem Zytoplasma (CP) auf. Neben den
gezeigten Gruppen beteiligen sich noch weitere Aminosäurereste und Wassermoleküle am
Protonentransfer.
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der einzelnen Intermediate geben das jeweilige Absorptionsmaximum an. Das Modell geht
von der Annahme aus, dass alle Übergänge zwischen den Intermediaten nach einer Kinetik
1. Ordnung verlaufen und mit Ausnahme der Übergänge von Intermediat M1 zu M2 und von
O zu BR reversibel sind.
Nach der Absorption eines Lichtquants durch den Chromophor bildet sich im Bereich von
Femtosekunden das J-Intermediat aus. In diesem liegt Retinal noch in der all-trans-Konfor-
mation vor, ist jedoch stark gespannt. Mit Ausbildung des K-Intermediats im Zeitbereich von
Picosekunden kommt es zur Isomerisierung in die 13-cis-Konformation, die zunächst noch
stark verdreht ist. Im L-Intermediat, das mit einer Zeitkonstanten von ca. 1 µs gebildet wird,
liegt dann die entspannte 13-cis-Konformation vor. Beim Übergang zum M-Intermediat
kommt es zum Protonentransfer von der protonierten Schiff-Base auf Aspartat 85. Der Über-
gang von M1 nach M2 wird als Reprotonierungsschalter von BR postuliert. Durch Konfor-
mationsänderungen im Protein wird die Vektorialität des Pumpprozesses gewährleistet. Die
Reprotonierung der Schiff-Base durch Asparaginsäure 96 führt zur Bildung des N-Inter-
mediats. Die Bildung des O-Intermediats ist durch die Reprotonierung von Aspartat 96 von
der zytoplasmatischen Oberfläche gekennzeichnet. Durch die Isomerisierung in die all-trans-
Konformation und Deprotonierung von Asparaginsäure 85 bildet sich wieder der
Grundzustand aus.
3.2.1 Nitrierung von Tyrosinresten in Bacteriorhodopsin
Um Erkenntnisse über die beim Protonentransport involvierten Aminosäuren zu erhalten,
wurden in den 80er Jahren selektive Nitrierungen an den Tyrosinresten (Y) 26 und 64 durch-
geführt (Roepe et al., 1987; Scherrer et al., 1984; Scherrer et al., 1985). Diese beiden Tyro-
sinreste sind anscheinend besonders gut für wasserlösliche Reagenzien zugänglich, da die
jeweiligen Nitroderivate durch Dithionit zu 3-Aminotyrosin reduziert werden können. Als
Nitrierungsmittel wurde Tetranitromethan eingesetzt. Es zeigte sich, dass die Nitrierung von
Y 26 (NT 26) keinen Einfluss auf die Absorptionsbande bei 568 nm hat, während die
Nitrierung von Y 64 (NT 64) das Maximum nach 535 nm (ε535nm = 46000 M-1cm-1)
verschiebt. Die Bildung von NT 26 reduziert allerdings den apparenten pKS-Wert der
alkalischen Blauverschiebung der Chromophorbande von 12,0 nach 10,6. Die Alkalisierung
von BR bzw. BR mit NT 26 verschiebt in beiden Fällen das Maximum von 568 nm nach 460-
470 nm.
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Die Photozykluskinetik wird durch die Nitrierung teilweise beeinflusst. Die Bildung von NT
26 zeigt keinen Einfluss auf die Entstehungskinetik des M-Intermediats. Die Nitrierung von
Y 64 resultiert hingegen in einer, wenn auch nur geringen, Zunahme der Geschwindigkeits-
konstanten um den Faktor 1,5 (pH 6,0). Der Zerfall des M-Intermediats wird durch beide
Modifikationen um den Faktor 2-4 (pH 6,0) verlangsamt.
3.2.2 G-Protein-gekoppelte Rezeptoren
Während man von BR sehr viel Strukturdaten besitzt, sind diesbezügliche Informationen für
Membranproteine (allgemein erst ca. 20 Strukturen mit atomarer Auflösung bekannt) und
insbesondere bei G-Protein-gekoppelten Rezeptoren (GPCR) sehr rar. Es sind inzwischen
mehr als 1000 GPCRs identifiziert. Bei den ersten Vertretern dieser Membranproteine, die
isoliert und charakterisiert wurden, handelte es sich um Rhodopsin und den β-Adrenorezeptor.
GPCRs sind von großem pharmazeutischen Interesse. Schätzungen von 1995 gehen davon
aus, dass 60 % der damals modernen Pharmazeutika gegen GPCRs gerichtet sind (Guderman
et al., 1995). Eine große Zahl von Hormonen, Neurotransmittern, Chemokinen, lokalen
Mediatoren und sensorischen Stimuli üben ihren Einfluss auf die jeweilige Zielzelle durch
Bindung an den entsprechenden GPCR aus. Die hieraus resultierenden Strukturveränderungen
im Rezeptor lösen über „Aktivierung“ von G-Proteinen in der Zelle letztlich eine
Signalkaskade aus. Aufgrund ihrer wichtigen Rolle bei der Signaltransduktion können GPCR-
Dysfunktionen zu schwerwiegenden Krankheiten führen. Abgesehen von Rhodopsin, von dem
inzwischen Strukturdaten mit einer Auflösung von 0,28 nm bekannt sind (Palczewski et al.,
2000), weiss man jedoch sehr wenig über die Struktur von GPCRs. Da die Polypeptidketten
sieben hydrophobe Bereiche aufweisen, liegen sie analog BR und Rhodopsin wahrscheinlich
auch in einer 7-α-helikalen Struktur vor. Die an BR und inzwischen auch an Rhodopsin
gewonnenen Strukturerkenntnisse werden genutzt, um die mögliche Struktur von GPCRs
vorherzusagen. Dies ist für das Erstellen des „Designs“ möglicher, neuer (synthetischer)
Liganden, die als Medikamente eingesetzt werden können, von großer Bedeutung.
Obwohl man BR nur in extrem halophilen Bakterien findet, handelt es sich bei diesem Protein
um den Prototyp eines Membranproteins, da das 7-α-helikale Strukturmotiv nicht auf Mem-
branproteine von Archaebakterien beschränkt ist. Aufgrund der Vielzahl von Informationen
über BR stellt es ein sehr geeignetes System zur Untersuchung von Membranproteinen,
insbesondere von GPCR dar.
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3.3 Rinderserumalbumin
Bei Rinderserumalbumin (engl.: bovine serum albumin = BSA) handelt es sich um ein
wasserlösliches, gut kristallisierbares Protein. Wie der Name schon sagt, findet man es im
Serum von Rindern, wo es den Hauptteil des Gesamtproteingehalts ausmacht. Das Vorkom-
men von Serumalbuminen ist nicht auf Rinder beschränkt. So findet man beispielsweise beim
Mensch ebenfalls Serumalbumin. Serumalbumine haben die Aufgabe, verschiedene Substan-
zen wie z.B. Salze, Wasser, Bilirubin, freie Fettsäuren durch zeitweilige Bindung im Blut zu
transportieren. Durch das Wasserbindungsvermögen dienen sie der Volumenregulation des
Blutes und damit auch der Regulation des Wasserhaushaltes. Die antioxidative Wirkung von
Albuminen wurde bereits erwähnt (siehe Seite 19). BSA besitzt eine Molekülmasse von
66429 Da (Wada, 1996) und hat die in Tabelle 3.3 gezeigte Aminosäuresequenz.
Tabelle 3.3: Aminosäuresequenz von BSA (GenBank M73993); Aminosäurerest Nr.1 stellt den
aminoterminalen, Nr. 583 den carboxyterminalen Aminosäurerest des Proteins dar. Die 20














DTHKSEIAHR FKDLGEEHFK GLVLIAFSQY LQQCPFDEHV KLVNELTEFA
KTCVADESHA GCEKSLHTLF GDELCKVASL RETYGDMADC CEKQEPERNE
CFLSHKDDSP DLPKLKPDPN TLCDEFKADE KKFWGKYLYE IARRHPYFYA
PELLYYANKY NGVFQECCQA EDKGACLLPK IETMREKVLA SSARQRLRCA
SIQKFGERAL KAWSVARLSQ KFPKAEFVEV TKLVTDLTKV HKECCHGDLL
ECADDRADLA KYICDNQDTI SSKLKECCDK PLLEKSHCIA EVEKDAIPEN
LPPLTADFAE DKDVCKNYQE AKDAFLGSFL YEYSRRHPEY AVSVLLRLAK
EYEATLEECC AKDDPHACYS TVFDKLKHLV DEPQNLIKQN CDQFEKLGEY
GFQNALIVRY TRKVPQVSTP TLVEVSRSLG KVGTRCCTKP ESERMPCTED
YLSLILNRLC VLHEKTPVSE KVTKCCTESL VNRRPCFSAL TPDETYVPKA
FDEKLFTFHA DICTLPDTEK QIKKQTALVE LLKHKPKATE EQLKTVMENF
VAFVDKCCAA  DDKEACFAVE   GPKLVVSTQT   ALA
Tabelle 3.4: Einbuchstabencode der Aminosäuren
A = Alanin F = Phenylalanin K = Lysin P = Prolin T = Threonin
C = Cystein G = Glycin L = Leucin Q = Glutamin V = Valin
D = Asparaginsäure H = Histidin M = Methionin R = Arginin W = Tryptophan
E = Glutaminsäure I = Isoleucin N = Asparagin S = Serin Y = Tyrosin
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4 Aufgabenstellung
Während des Alternsprozesses sowie zahlreicher Krankheiten lässt sich die zunehmende
Bildung von Modifikationen an Biomolekülen beobachten. Diese Modifikationen sind u.a. auf
das Entstehen reaktiver Moleküle, wie z.B. freier Radikale, im Organismus zurückzuführen.
Peroxynitrit, das in vivo durch die Reaktion des Stickstoffmonoxidradikals mit dem Super-
oxidradikalanion gebildet wird, ist ein nicht-radikalischer Vertreter dieser reaktiven Moleküle.
Wie sich innerhalb der letzten zehn Jahren herausstellte, tritt die vermehrte Bildung dieser
reaktiven Stickstoffverbindung z.B. bei der Volkskrankheit Arteriosklerose auf.
In dieser Arbeit soll der Einfluss von Peroxynitrit auf die Proteine Bacteriorhodopsin und Rin-
derserumalbumin untersucht werden. Bacteriorhodopsin ist ein integrales Membranprotein,
das man u.a. in der Plasmamembran von halophilen Bakterien findet. Mit seiner Struktur stellt
es den Prototyp einer Klasse von Membranproteinen dar, die man in allen Bereichen der
Natur, so auch beim Menschen, antrifft. Rinderserumalbumin ist dagegen ein Vertreter der
wasserlöslichen Proteine, das große Ähnlichkeit mit Humanserumalbumin besitzt.
Die Modifikationen, die sich durch Reaktion mit Peroxynitrit an den Aminosäureresten der
zwei Proteine ergeben, sollen identifiziert und quantifiziert werden. Im Fall von Bacterio-
rhodopsin soll außerdem untersucht werden, ob diese mit Änderungen der Aktivität korre-
lieren. Da Kohlendioxid das Reaktionsverhalten von Peroxynitrit steuert, soll dessen Einfluss
berücksichtigt werden. Die Ergebnisse, die an den Proteinen erzielt werden, sollen mit-
einander verglichen und im Hinblick auf die Reaktivität von Peroxynitrit in lipophiler bzw.
hydrophiler Phase diskutiert werden. Da Rinderserumalbumin im Kontext mit Peroxynitrit ein
häufig verwendetes und in der Literatur vielfach beschriebenes Protein ist, soll es auch der
Etablierung vieler Methoden dienen, die in dieser Arbeit eingesetzt werden.
Bacteriorhodopsin soll in den Versuchen in Form der Purpurmembran bzw. als Proteoliposom
eingesetzt werden. In der Purpurmembran liegt Bacteriorhodopsin unter Ausbildung vieler
Protein-Protein-Wechselwirkungen als zweidimensionaler Kristall vor. Durch Rekonstitution
von Bacteriorhodopsin in Liposomen (Lipidvesikel mit einer Lipiddoppelschicht) erhält man
Proteoliposomen. Hierbei ist das Protein gegebenenfalls durch Lipidmoleküle von benachbar-
ten Bacteriorhodopsinmolekülen getrennt, so dass nur noch Protein-Lipid-Wechselwirkungen
auftreten. Durch Verwendung mehrfach ungesättigter Lipide kann man so auch den Einfluss
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5 Material und Methoden
5.1 Chemikalien
Acryl-/Bisacrylamid 29:1 (40 % wässrige Lösung) Appligene, Heidelberg
ε-Aminocapronsäure Fluka, Neu-Ulm




(aus Hase, polyklonal) Lake Placid USA
Anti-Hase-IgG mit HRP gekoppelt Biomol, Hamburg
(aus Ziege, polyklonal)
2,6-Di-tert-Butyl-p-kresol, > 99 % Sigma, Deisenhofen
Bio-Beads SM-2, 20 - 50 mesh Bio-Rad, München
Bromphenolblau Merck, Darmstadt
BSA Fraktion V, > 98 % Roth, Karlsruhe
BSA, perliert, > 98 % Roth, Karlsruhe
Citronensäure Roth, Karlsruhe
Coomassie-Brilliant Blue R250 Fluka, Neu-Ulm
Cysteinhydrochlorid•H2O Serva, Heidelberg
2-Desoxyribose Sigma, Deisenhofen
Diethylether p.A. Merck, Darmstadt
Dimethylformamid Merck, Darmstadt
1,2-Dilineoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin Lipid Products, Nutfield UK
1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin Fluka, Neu-Ulm





Dityrosin hergestellt nach Giulivi (1994)
ECL™Western Blotting Analysis System Amersham, Buckinghamshire UK
L-α-Phosphatidsäure aus Ei Lipoid, Ludwigshafen
L-α-Phosphatidylcholin aus Ei isoliert nach Singleton (1965)
Ethanol p.A. Sigma, Deisenhofen
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Ethylendiamintetraacetatdinatriumsalz•2 H2O Roth, Karlsruhe
Fluoraldehyde™ Reagent Solution Pierce, Rockford USA
Formaldehyd (37 %) Merck, Darmstadt
Glutaraldehyd (50 %) Fluka, Neu-Ulm
Glycin p.A. Biomol, Hamburg
Gramicidin aus Bazillus brevis Fluka, Neu-Ulm
N-Hydroxy-2-thiopyridon Molecular Probes, Eugene USA
Kaliumdihydrogenphosphat p.A. Roth, Karlsruhe




Kupfer-(II)-sulfat•5 H2O p.A. Merck, Darmstadt
2-Mercaptopyridin-N-oxid                                      Molecular Probes, Eugene USA
Methanol HPLC-getestet Roth, Karlsruhe
Mohrsches Salz ((NH4)2 SO4 FeSO4 ⋅ 6 H2O) Fluka, Neu-Ulm
Molekularmassenstandard LMW 14,4 - 94 kD Pharmacia, Freiburg
Natriumchlorid p.A. Merck, Darmstadt
Natriumhydrogencarbonat p.A. Roth, Karlsruhe
di-Natriumhydrogenphosphat suprapur Merck, Darmstadt
Natriumhydroxid p.A. Roth, Karlsruhe
Natriumnitrit p.A. Merck, Darmstadt
Natriumtetraborat (wasserfrei) Merck, Darmstadt
3-Nitrotyrosin Sigma, Deisenhofen
OxyBlot™-Detection Kit Oncor, Gaithersburg USA
cis-Parinarsäure Molecular Probes, Eugene USA
Peroxynitrit Eigenproduktion
Purpurmembran aus H. salinarum [S9] Eigenzucht
rotiphorese Gel A Roth, Karlsruhe
rotiphorese Gel B Roth, Karlsruhe
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Trichloressigsäure Merck, Darmstadt
Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan Biomol, Hamburg
Triton X-100 Boehringer, Mannheim
o-Tyrosin Sigma, Deisenhofen
Tween®-20 Roth, Karlsruhe
Wasserstoffperoxid (30 %) suprapur Merck, Darmstadt
5.2 Geräte und Materialien
Blot-Apparatur, Trans-Blot SD Cell Bio-Rad
Centricon®-Konzentratoren Amicon
Entwickler (für Western Blot) GBX Kodak
Film (für Gele) Fujichrom 100 Fuji Film
Film (für Western Blot) Biomax™ Light 1 Kodak
Filmkassette X-oamatic Kodak
Filter GTTP 0,2 µm Millipore
Filter HTTP 0,4 µm Millipore
Filteraufsatz für Luer-Spritze (Porengröße 0,2 µm) Sartorius
Fixierer für Western Blot  GBX Kodak
Fluoreszenzdetektor F1000 Merck/Hitachi
Fluoreszenzspektrometer MS III PTI
Fluoreszenzspektrometer RF 1501 Shimadzu
Gelelektrophorese-Apparatur SE 250 Hoefer
Gel-Gießapparatur SE 245 Pharmacia
Gelschüttler 3016 GFL
HPLC-Pumpe 422 Kontron
HPLC-Säule Microsorb™ Type O AAAnalysis Rainin Instrument
HPLC-Säule Nucleosil 120-5 C18 Macherey-Nagel
HPLC-UV-VIS-Detektor 332 Kontron
HPLC-Ventil 9125 Rheodyne
HPLC-Vorsäule Microsorb™ Type O AAAnalysis Rainin
Injektionsspritze 1ml, Luer Henke-Sass, Wolf
Küvetten Acryl, Schichtdicke 1 cm, ½ Mikroküvetten Sarstedt
Küvetten Quarz, Schichtdicke 1 cm, ½ Mikroküvetten Helma
Magnetrührer Mini MR IKA Labortechnik
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Magnetrührer RCT basic IKA Labortechnik
Membranfilter, RC 55, 47 mm, 0,45 µm Schleicher & Schuell
Mikrodialyse-System 100 Pierce
Optometer S370 Graseby Electronics
pH-Elektrode InLab®423 Mettler-Toledo
pH-Meter 766 Knick
Pipetten 10 µl, 20 µl, 100 µl, 200 µl, 1000 µl Abimed-Gilson
Power Supply 2301 Macrodrive 1 LKB Bromma
Probenschleifen 20 µl, 150 µl Upchurch Scientific
PVDF-Membran, Porengröße 0,2 µm Bio-Rad
RBS Roth
Rotationsverdampfer Rotorvapor-R Büchi




Thermoelement, Messfühler NiCrNi Greisinger Electronic
Tischzentrifuge 4214 ALC
U-1100 Spectrophotometer Hitachi
Ultraschallbad Sonorex TK 52 H Bandelin
Univapo 150 H (Speedvac) Uniquip
UV-VIS-Spektralphotometer UV-2102 PC Shimadzu
Vacuumcontroler 24 Vacubrand
Vakuumflasche mit Membraneinsatz XX 15 04705 Millipore
Vakuumpumpe MZ 2C/2,4 Vacubrand
Vortexer VF2 IKA Labortechnik
Waage H 54 Mettler
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5.3 Präparative Methoden
5.3.1 Herstellung von Lipidvesikeln nach der „Reverse-Phase“-Methode
Um unilamellare Lipidvesikel mit möglichst definierter Größenverteilung herzustellen, wurde
die von Szoka et al. (1980) entwickelte und von Rigaud et al. (1983) modifizierte „Reverse-
Phase“-Methode durchgeführt. Hierbei wird der organischen Phase, in der die Lipide gelöst
sind, ein wässriges Lösungsmittel zugegeben. Im Vakuum wird dann das organische Lösungs-
mittel entfernt, so dass die Lipide in der verbleibenden wässrigen Phase Liposomen ausbilden.
57,6 mg EPC und 6,4 mg EPA (Gesamtlipid: 16 mg/ml)1 bzw. 2 mg DMPC (0,5 mg
DMPC/ml)1 bzw. 2 mg DLPC (0,5 mg DLPC/ml)1 werden in einen Rundkolben überführt und
das Lösungsmittel Chloroform im Rotationsverdampfer 15 min bei 600 mbar, 30 min bei 200
mbar und 3 h bei 50 mbar abdestilliert. Anschließend wird der Lipidfilm, der sich auf der
Kolbeninnenseite gebildet hat, in 4 ml Diethylether aufgelöst. Nach Zugabe von 2 ml 100 mM
Phosphatpuffer (pH 7,4) wird die Suspension durch Schwenken in Eiswasser (30 s) abgekühlt
und dreimal je 30 s im Ultraschallbad beschallt (dazwischen jeweils 30 s Schwenken in Eis-
wasser). Das Abkühlen dient der Vermeidung der Lipidperoxidation. Im Rotationsverdampfer
wird die Suspension nach 15 min bei 600 mbar teilweise vom Diethylether befreit. Nach
Zugabe von weiteren 2 ml Phosphatpuffer wird der verbliebene Diethylether durch 15 min
Rotieren bei 200 mbar und 2 h bei 50 bar abgezogen.
Dann wird die Vesikelsuspension in einem Extruder je einmal durch eine Polycarbonat-
Membran mit einem Porendurchmesser von 0,45 µm bzw. 0,2 µm gepresst, um unilamellare
Liposomen mit einem maximalen Durchmesser von 0,2 µm zu erhalten. Die DMPC-
Liposomen werden vorher auf 30 °C und somit auf eine Temperatur oberhalb der Phasenüber-
gangstemperatur erwärmt.
Alle Schritte finden, wenn nicht anders angegeben, bei Raumtemperatur statt und werden
unter einer Stickstoff-Schutzgasatmosphäre durchgeführt, um die Lipidperoxidation
weitestgehend zu unterbinden.
                                                
1 Endkonzentration
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5.3.2 Solubilisierung von Bacteriorhodopsin
Purpurmembran wird durch die Zugabe des Detergens Triton X-100 in Bacteriorhodopsin-
Monomere überführt, die dann von einer Detergens-Micelle umgeben sind. Da die Solubili-
sierung nicht vollständig verläuft, wird ein Zentrifugationsschritt durchgeführt, bei dem nicht
solubilisierte Purpurmembran sedimentiert, während die Bacteriorhodopsin-Monomere im
Überstand verbleiben.
Zu 2 ml einer wässrigen Purpurmembran-Suspension mit einer Bacteriorhodopsin-Konzen-
tration von 10 mg/ml (2 mg BR/ml)1 werden in einem Reagenzglas 500 µl 1 M Phosphat-
puffer (pH 7,0) (0,5 mM)1 und 800 µl 10 % Triton X-100 (8 mg/ml; 0,8 %)1 beigefügt und mit
MilliQ-Wasser auf 10 ml aufgefüllt. Der Ansatz wird im Dunkeln 20 s im Ultraschallbad
beschallt und dann 24 h gerührt. Anschließend wird eine Zentrifugation durchgeführt (F28/36-
Rotor, 28000 U min-1   100000 g, 1 h, 4 °C), die im Überstand das gewünschte Solubilisat in
einer Ausbeute von 90-97 % liefert. Der spektralphotometrischen Konzentrationsbestimmung
liegt ein Extinktionskoeffizient von ε560nm = 41000 M-1cm-1 (Dencher, persönliche Mitteilung)
zugrunde.
Da solubilisiertes Bacteriorhodopsin lichtempfindlich ist, muss die eintägige Inkubation mit
dem Detergens sowie die Lagerung (4 °C) im Dunkeln erfolgen. Soweit nicht anders ange-
geben, finden alle Schritte bei Raumtemperatur statt.
5.3.3 Herstellung von Bacteriorhodopsin-Vesikeln
Durch den Einsatz von Detergenzien stehen mehrere schonende Verfahren zur Rekonstitution
von Membranproteinen in Liposomen zur Verfügung. Allen Methoden gemein ist, dass für
den Durchtritt des hydrophilen Teils des Membranproteins die Lipiddoppelschicht
destabilisiert oder vollkommen aufgelöst sein muss. Dies wird bei der hier vorgestellten
Methode durch den Einsatz des Detergens Triton X-100 bewerkstelligt. Dessen Konzentration
im Rekonstitutionsansatz wird durch Zugabe des Adsorbens Bio-Beads SM®-2 stark herab-
gesetzt und liegt letztlich deutlich unter der kritischen micellaren Konzentration (cmc). Durch
abschließendes kurzzeitiges Beschallen der Suspension im Ultraschallbad wird der
Liposomendurchmesser verkleinert, was zu einer geringeren Lichtstreuung führt.
Es wird von einer Lipidlösung in organischem Lösungsmittel soviel Volumen in einen
Rundkolben überführt, dass nach Anlegen eines Vakuums von 15 min bei 600 mbar, 30 min
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bei 200 mbar und 3 h bei 50 mbar an einem Rotationsverdampfer 10 µmol   7,6 mg DOPC;
7,6 mg DLPC an der Kolbeninnenwand als dünner Lipidfilm zurückbleiben. Anschließend
werden im Dunkeln 1770 µl des nach Vorschrift in Abschnitt 5.3.2 solubilisierten
Bacteriorhodopsins mit einer Konzentration von 1,9 mg BR/ml (71 µM)1 zugegeben. Durch
dieses Vorgehen stellt sich ein Lipid/BR-Verhältnis von 80:1 (n/n) ein, was nach Dencher et
al. (1983) dazu führt, dass Bacteriorhodopsin in den Liposomen als Monomer vorliegt2.
Anschließend wird der Glaskolben wieder an den Rotationsverdampfer gehängt. Nach 30 min
Rotieren bei Normaldruck werden der Suspension 140 mg des Adsorbens Bio-Beads SM®-2,
nach 90 min noch einmal 140 mg und nach weiteren 90 min 280 mg zugefügt (Richard,
1991). Die Bio-Beads SM®-2-Kügelchen wurden zuvor zweimal mit Methanol und aqua
bidest. gewaschen (Holloway, 1973). Nach 60 min Rotieren wird die Liposomensuspension
mit Hilfe einer Gilson-Pipette vom Adsorbens abgehoben und in einem Rundkolben über
Nacht mit 560 mg Bio-Beads SM®-2 unter leichtem Rühren inkubiert, um noch vorhandenes
Detergens möglichst vollständig zu entfernen.
Nach Abheben vom Adsorbens mit Hilfe einer Gilson-Pipette und Überführen in ein dünn-
wandiges Reagenzglas wird die Proteoliposomensuspension 10 mal für 30 s mit Ultraschall
behandelt und dazwischen 30 s in Eiswasser geschwenkt.
Alle Schritte finden, wenn nicht anders angegeben, bei Raumtemperatur statt und werden
unter einer Stickstoff-Schutzatmosphäre durchgeführt, um die Lipidperoxidation möglichst zu
vermeiden.
5.3.4 Darstellung von Peroxynitrit
Für die in dieser Arbeit herangezogene Methode zur Darstellung von Peroxynitrit kommen die
Edukte Natriumnitrit (NaNO2) und Wasserstoffperoxid (H2O2) zum Einsatz. Die Bildungs-
reaktion (Schritt 3) ist hierbei an einen niedrigen pH-Wert geknüpft, da sich in situ das Nitro-
syl-Kation NO+  bilden (Schritt 1 + 2) muss. Für die Stabilität von Peroxynitrit ist hingegen
ein hoher pH-Wert essentiell (Schritt 5), da die peroxysalpetrige Säure (HOONO) unter
physiologischen Bedingungen mit einer Halbwertszeit von τ1/2 ~ 0,7 s (Koppenol, 1998b) zu
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2 Man muss jedoch beachten, dass BR in den Liposomen bei Temperaturen T weit unterhalb
der Phasenumwandlungstemperatur TP des eingesetzten Lipids (T < TP - 4 ° im Fall von
DMPC) wieder aggregiert.
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Nitrat (NO3−) isomerisiert (Schritt 4), während  sich die konjugate Base in Abwesenheit von
oxidierbaren Substraten stabil zeigt.
Aufgrund der Kinetik der Bildung bzw. des Zerfalls wird eine „Stopped-flow“-Einheit (siehe
Abbildung 5.2) zur Synthese von Peroxynitrit verwendet.
Abbildung 5.2: Schematische Darstellung einer Mehrspritzen-„Stopped-flow“-Einheit nach Götz
(1996); S 1 - S 4: Spritzen 1-4; M1 - M3: Mischkammern 1-3
Die einzelnen Spritzen können über eine Steuereinrichtung (Biologic, MPS-51/4), welche die
Geschwindigkeit von vier Schrittmotoren reguliert, unabhängig voneinander bewegt werden.
NaNO2 + H + HNO2 + Na+ (1)
HNO2 + H + H NO2 2
+  NO+   +   H O2 (2)
NO+ + H O2 2 HOONO + H + (3)
HOONO NO3
− + H + (4)
 HOONO  + OH− OONO− + H O2 (5)
Abbildung 5.1: Schema der wichtigsten Reaktion der Synthese von Peroxynitrit aus
Natriumnitrit und Wasserstoffperoxid im sauren Milieu (1-3); die peroxysalpetrige Säure
isomerisiert zu Nitrat (4), während dessen konjugate Base ONOO− stabil ist (5).
S 1 S 2 S 3 S 4
M1 M2 M3
Auffangeinrichtung
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Die Bedienung der Steuereinrichtung kann mit Hilfe der Software „SFM“ computergestützt
verlaufen. Das Mischungsverhältnis der Lösungen und die Reaktionszeit sind über die
Volumeneinstellung bzw. die Gesamtzeit des Vorschubes regulierbar. Die Anordnung der
Spritzen und der Mischkammern ist in Abbildung 5.2 wiedergegeben.
Die optimalen Parameter zur Synthese von Peroxynitrit wurden von Zimmermann (1998)
ermittelt:
In Spritze 1 (S 1) wird 0,6 M NaNO2 und in Spritze 3 (S 3) 0,6 M H2O2, 0,1 mM Diethylen-
triaminpentaessigsäure (DTPA) in 1 M Salzsäure (HCl) gefüllt. DTPA ist der Lösung
beigefügt, um Spuren an Übergangsmetall-Kationen zu komplexieren, die sich negativ auf die
Stabilität von Peroxynitrit auswirken. Wenn sich der Inhalt von S 1 mit dem von S 3 in M2
vermischt, bildet sich aufgrund des sauren Milieus das Nitrosyl-Kation, das einen
elektrophilen Angriff auf ein Sauerstoffatom des Wasserstoffperoxids durchführt. Um die
gebildete peroxysalpetrige Säure zu stabilisieren, wird der Reaktionslösung mittels Spritze 4
(S 4) 1,65 M Natriumhydroxidlösung (NaOH) zugefügt. Spritze 2 (S 2) wird nicht eingesetzt.
Zum Ansetzen der Stammlösungen, die bis zum Umfüllen in die Spritzen auf Eis gelagert
werden, wird MilliQ-Wasser verwendet. Die Stammlösungen müssen am Tag der Synthese
frisch angesetzt werden. Außerdem ist es ratsam, den Metallblock, in dem sich die Misch-
kammern befinden, mit Hilfe eines Thermostaten auf ungefähr 3 °C zu kühlen. Die Einspritz-
geschwindigkeit beträgt jeweils 0,4 ml/s bei einer Gesamtreaktionszeit von 15 s. Die
Stammlösungen werden im Verhältnis 1:1:1 (v/v/v) mit jeweils 2 ml eingesetzt.
Das synthetisierte Peroxynitrit wird in einem braunen Glasgefäß aufgefangen und schließlich
bei –80 °C gelagert.
Die Konzentrationsbestimmung von ONOO− erfolgt spektralphotometrisch mit ε302nm = 1670
M-1cm-1 (White et al., 1998) und ergibt Werte zwischen 110-130 mM (~ 60 % Ausbeute).
Nach Zimmermann (1998) enthält die Lösung außerdem ungefähr 30 mM nicht umgesetzter
Edukte (NaNO2, H2O2) und NO3
−, das aus der Isomerisierung peroxysalpetriger Säure
entstanden ist. Nach Aliquotierung in 1 ml Portionen und Lagerung bei -80 °C beträgt nach 3
Monaten die ONOO−-Konzentration der Lösung noch ca. 100 mM.
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5.3.5 Applikation von Peroxynitrit auf Liposomen mit cis-Parinarsäure
Um zu überprüfen, inwiefern Peroxynitrit mit Substanzen reagieren kann, die in einer Lipid-
phase gelöst sind, werden Versuche mit Liposomen durchgeführt, in die cis-Parinarsäure
eingebaut ist. Diese natürliche Fettsäure besitzt, wie Abbildung 5.3 zeigt, vier konjugierte
Doppelbindungen, die sehr oxidationsempfindlich sind (Kuypers et al., 1987) und die cis-
Parinarsäure spektroskopischen Untersuchungen leicht zugänglich machen (Sklar et al.,
1975). In lipophiler Umgebung fluoresziert diese Verbindung, in wässriger Umgebung dage-
gen nicht. Wenn Peroxynitrit in der Lipiddoppelschicht der Liposomen Reaktionen durch-
führt, sollte sich dies in einer Abnahme der Fluoreszenz ausdrücken.
Die cis-Parinarsäure stellt mit ihrer Struktur eine Fluoreszenzsonde dar, die intrinsischen
Membranfettsäuren sehr ähnlich ist. Daher verändert sich durch ihren Einbau in Liposomen
die Struktur der Lipiddoppelschicht - wenn überhaupt - nur geringfügig.
Die in Abschnitt 5.3.1 hergestellten EPC/EPA-Liposomen werden mit 100 mM Phosphat-
puffer (pH 7,4) auf die gewünschte Konzentration verdünnt und in einer Fluoreszenzküvette
mit Rührfisch vorgelegt. Die Küvette wird dann in den Küvettenhalter des Fluoreszenzspek-
trometers (PTI) überführt und nach Zugabe der cis-Parinarsäure möglichst dunkel gehalten.
Von der cis-Parinarsäure wird vorher eine 0,9 mM Lösung in Ethanol hergestellt. Mit einer
Hamilton-Spritze werden die erforderlichen Volumina des Fluorophors in die vorgelegte
Liposomensuspension überführt. Sobald sich ein konstantes Fluoreszenzsignal (λEx = 324 nm,
λEm = 413 nm) eingestellt hat, wird ONOO− beigefügt und nach 10 s erneut das (konstante)
Fluoreszenzsignal über einen Zeitraum von 10 s gemessen.
Die Konzentration an EPC/EPA-Liposomen, cis-Parinarsäure und Peroxynitrit wird variiert
und ist im Ergebnisteil bei den entsprechenden Experimenten angegeben. Durch alle Substan-
zen mit Ausnahme der cis-Parinarsäure-Stammlösung strömt 5 min Stickstoff, um Sauerstoff
auszutreiben. Dieser ist allgemein ungünstig für Fluoreszenzuntersuchungen. Außerdem zeigt
cis-Parinarsäure eine starke Abnahme der Fluoreszenz bei Bestrahlung (Photoausbleichung),
was durch Sauerstoff begünstigt wird. Aus demselben Grund wird der Photoverschluss im
Anregungsstrahlengang des Fluorimeters stets nur kurz für die Messung geöffnet.
Abbildung 5.3: Struktur von cis-Parinarsäure; durch das konjugierte Doppelbindungssystem ist
es spektroskopisch leicht detektierbar.
COOH
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5.3.6 Applikation von Peroxynitrit auf Proteine
5.3.6.1 Einsatz von 3-Morpholinosydnonimin
Wie man in Abbildung 5.4 erkennen kann, bildet 3-Morpholinosydnonimin (SIN-1) in einer
Zweischrittreaktion Peroxynitrit. Im ersten Reaktionsschritt reduziert es gelösten Luftsauer-
stoff zum Superoxidradikalanion. Dieses kann mit dem Stickstoffmonoxidradikal, welches im
zweiten Reaktionsschritt gebildet wird, zu Peroxynitrit reagieren (siehe Abschnitt 3.1.1).
Die Handhabung von SIN-1 ist denkbar einfach. Bei pH 5,0 ist es stabil, während es unter
physiologischen Bedingungen (pH 7,4) die in Abbildung 5.4 gezeigte Zerfallskaskade durch-
läuft. Im Gegensatz zum direkten Einsatz von Peroxynitrit (siehe Abschnitt 5.3.6.2) werden so
über einen längeren Zeitraum kontinuierlich geringe Mengen an Peroxynitrit gebildet. Voraus-
setzung ist allerdings, dass Sauerstoff vorhanden ist. Außerdem muss man bei Anwesenheit
anderer oxidierender Substanzen damit rechnen, dass diese anstelle des Sauerstoffs reduziert
werden können. Um zu überprüfen, ob beim Zerfall von SIN-1 Peroxynitrit entsteht, werden
Versuche mit Phenol durchgeführt, wobei die Bildung eines Nitrophenols als Beleg für die
Bildung von Peroxynitrit anzusehen ist.
950 µl 2,1 mM Phenollösung (2 mM)1 in 100 mM Phosphatpuffer (pH 7,4) werden vorgelegt.
Durch Zugabe  von 50 µl 10 mM SIN-1-Lösung (0,5 mM)1 ändert sich der pH-Wert nicht. Es
werden wellenlängen- und zeitabhängige UV-VIS-Spektren aufgenommen.
Abgesehen von der Proteinkonzentration ist das Vorgehen bei Applikation von SIN-1 auf
Proteinlösungen identisch. Die Konzentration an Purpurmembran im Reaktionsansatz beträgt
0,2 mg BR/ml, die von BSA 1 mg/ml.
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Abbildung 5.4: Zerfallsreaktionen von SIN-1 unter physiologischen Bedingungen. Das gebildete
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5.3.6.2 Einsatz von Peroxynitrit
Die Konzentration der Peroxynitrit-Stammlösung sollte jeden Tag neu bestimmt werden
(siehe Abschnitt 5.3.4). Da die peroxysalpetrige Säure unter physiologischen Bedingungen
schnell zu Nitrat isomerisiert, wird der gesamte Reaktionsansatz bis auf das Peroxynitrit
komplett in einem Eppendorf-Gefäß vorgelegt. Die erforderliche Peroxynitritmenge wird dann
in den Eppendorf-Gefäßdeckel pipettiert, was bis zu Volumina von 70-80 µl kein Problem
darstellt. Durch Schütteln auf einem Vortexer werden die Lösungen möglichst schnell
vermischt. Des Weiteren ist es wichtig, den pH-Wert nach der Reaktion zu messen, da die
Peroxynitrit-Stammlösung stark basisch ist und sich somit trotz Einsatz von gepufferten
Lösungen der pH-Wert ändern kann. In einigen Reaktionsansätzen wurde eine 0,1 mM
DTPA-Konzentration eingestellt, um eine Beeinflussung der Reaktionen durch Übergangs-
metall-Kationen zu verhindern. Als Puffer wurde stets Phosphatpuffer verwendet, da dieser
keine Reaktionen mit Peroxynitrit eingeht (Radi, 1996). Es ist ratsam, den Puffer täglich
frisch anzusetzen, um den Kohlendioxidgehalt möglichst gering zu halten (siehe Abschnitt
3.1.1.2, Seite 24).
Da neben Peroxynitrit noch Wasserstoffperoxid (H2O2), Nitrit (NO2−) und Nitrat (NO3−) in der
Peroxynitrit-Stammlösung vorhanden sind (siehe Abschnitt 5.3.4), ist es wichtig, in einem
weiteren Reaktionsansatz eine „Referenz“ anzufertigen. Hierzu wird die Peroxynitrit-
Stammlösung zuerst mit dem Phosphatpuffer vermischt, so dass Peroxynitrit vollständig zu
NO3
- isomerisiert. Wenn anschließend die Protein- oder Proteoliposomenlösung zupipettiert
wird, können Reaktionen mit NO2−, NO3− und H2O2 stattfinden, da diese noch vorhanden
sind. Weil sich bei diesen Proben die Reihenfolge der Zugabe der einzelnen Substanzen
ändert, werden sie im folgenden mit „rev.Ord.“ (reverse order (engl.) = umgekehrte
Reihenfolge) bezeichnet. Unterschiede im Reaktionsansatz (mit Peroxynitrit) verglichen mit
denen in der „rev.Ord.“-Probe sind auf den Einfluss des Peroxynitrits zurückzuführen. Da die
Konzentrationen der einzelnen Komponenten variiert wurden, sind sie im Ergebnisteil für das
jeweilige Experiment aufgeführt.
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5.3.7 Applikation von Hydroxylradikalen auf Proteine
Rinderserumalbumin (BSA) und Purpurmembran (PM) werden mit Hydroxylradikalen, die
auf zwei verschiedene Arten generiert werden, inkubiert. Bei der ersten Methode werden die
Radikale durch eine Metall-katalysierte Oxidation erzeugt (siehe Abschnitt 5.3.7.1). Für
diesen Fall muss man berücksichtigen, dass neben Hydroxylradikalen weitere reaktive Sauer-
stoffspezies generiert werden (siehe Abschnitt 3.1.1.1, Seite 18). Aufgrund der Reaktivität
von Hydroxylradikalen reagieren diese in unmittelbarer Nähe ihres Entstehungsort ab, so dass
die größten Schäden bei Proteinen in den Bereichen zu erwarten sind, die über hochaffine
Übergangsmetall-Bindungszentren verfügen.
In einer zweiten Methode werden die Hydroxylradikale durch Einsatz von N-Hydroxy-2-thio-
pyridon erzeugt (siehe Abschnitt 5.3.7.2). Diese Methode ist unabhängig von der Anwesenheit
von Übergangsmetall-Kationen. Weiterhin entstehen hierbei zusätzlich nur noch Thiylradikale
als potentiell oxidierende Spezies (siehe Abbildung 5.5).
5.3.7.1 Metall-katalysierte Oxidation durch das System Wasserstoffperoxid/Kupfer
Durch die in Abbildung 3.6, Seite 17, dargestellte Fenton-Reaktion kann man ohne großen
apparativen Aufwand Hydroxylradikale in situ generieren. Hierbei handelt es sich um eine
Metall-katalysierte Oxidation. Nach Huggins et al. (1993) werden durch das System
Cu2+/H2O2 Hydroxylradikale erzeugt.
Eine Lösung von Rinderserumalbumin (BSA) in MilliQ-Wasser (1 mg/ml BSA)1 wird mit
CuSO4-Lösung (10 µM)1 versetzt und der pH-Wert mit 0,1 M NaOH auf pH 9,0 eingestellt.
Nach 10 min Inkubation bei 37 °C wird durch Zugabe von H2O2 (10 mM)1 die Reaktion ge-
startet. Zu verschiedenen Zeitpunkten wird 1 ml der Reaktionslösung entnommen und das
Protein durch eine Sephadex G 25-Säule von den oxidierenden Spezies getrennt (siehe
Abschnitt 5.3.8). Als Eluens wird aqua bidest. verwendet. Von dem Eluat wird ein UV-Spek-
trum aufgenommen. Anschließend werden die Proteinlösungen einer Proteinhydrolyse unter-
zogen (siehe Abschnitt 5.4.8) und durch RP-HPLC charakterisiert (siehe Abschnitt 5.4.9.3
und 5.4.9.4).
Purpurmembran (0,4 mg BR/ml)1 in Phosphatpuffer wird bei 37 °C mit CuSO4-Lösung (0,1
mM)1 versetzt und die Reaktion nach 10 min durch Zugabe von H2O2 (10 mM)1 gestartet. Zu
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verschiedenen Zeitpunkten werden UV-VIS-Spektren aufgenommen und abschließend die
Kinetik des Photozyklus gemessen (siehe Abschnitt 5.5.2).
5.3.7.2 Photolyse von N-Hydroxy-2-thiopyridon
Im Gegensatz zu der vorher beschriebenen Metall-katalysierten Oxidation benötigt die Gene-
rierung von Hydroxylradikalen durch Photolyse von N-Hydroxy-2-thiopyridon keine An-
wesenheit von Übergangsmetall-Kationen. Zudem werden über den Zeitraum der Belichtung
kontinuierlich Hydroxylradikale erzeugt (Hess et al., 1992). Der Einsatz des Natriumsalzes
von N-Hydroxy-2-thiopyridon ist in deren Wasserlöslichkeit begründet. Da die Radikalgene-
rierung durch Licht der Wellenlänge λ = 334 nm bewerkstelligt wird (Reszka et al., 1995),
kann man Proteinmodifikationen durch Absorption energiereicher Strahlung geringhalten.
Der Hauptvorteil dieser Methode liegt darin begründet, dass nur eine reaktive Sauerstoff-
Spezies, eben das Hydroxylradikal gebildet wird, während bei der „Fenton-Reaktion“ ein
Vielzahl von anderen Oxidantien gebildet bzw. benötigt werden, wie z.B. das
Superoxidradikalanion, Wasserstoffperoxid oder Metall-Oxo-Komplexe (siehe Abschnitt
3.1.1.1, Seite 18). Für den Fall dass mit Lipiden gearbeitet wird, lässt sich so auch die
Reaktion von Übergangsmetall-Kationen mit bereits gebildeten Lipidhydroperoxiden ver-
meiden (siehe Abschnitt 3.1.1.3, Seite 29).
Abbildung 5.5 zeigt schematisch den Ablauf der Radikalgenerierung. Wie dem Schema zu
entnehmen ist, werden neben Hydroxylradikalen auch Thiylradikale gebildet, was als Nachteil
dieser Methode zu betrachten ist. Diese reaktive Schwefelspezies ist jedoch bei weitem nicht
so reaktiv wie das Hydroxylradikal, zumal eine Delokalisation über den aromatischen Ring
stattfindet (Hess et al., 1992). Weiterhin zeigen Pulsradiolyse-Experimente mit Thiylradikalen
in wässriger Lösung die Bildung von Disulfiden als Hauptprodukt (Quintiliani et al., 1977).
Dennoch ist bekannt, dass Thiylradikale Biomoleküle oxidieren können (Tien et al., 1982).
Abbildung 5.5: Bildung von Hydroxylradikalen unter gleichzeitiger Bildung von Thiylradikalen







5     Material und Methoden 70
Es werden 1,5 ml einer Purpurmembran-Suspension (0,3 BR mg/ml)1 in 200 mM Phosphat-
puffer (pH 7,4) in einer Acrylküvette vorgelegt. Nach Zugabe von 1,5 ml einer 0,2 mM
wässrigen N-Hydroxy-2-thiopyridon-Lösung (0,1 mM)1 wird die Reaktion durch das Ein-
schalten einer Weißlichtlampe gestartet, welche die Küvette mit einer Intensität von 1600
mW/cm2 bestrahlt. Um zu überprüfen, ob auch tatsächlich Hydroxylradikale generiert werden,
wird eine weitere Küvette mit 2-Desoxyribose unter identischen Bedingungen bestrahlt (siehe
Abschnitt 5.4.4). Referenzlösungen (ohne N-Hydroxy-2-thiopyridon) erfassen den möglichen
Einfluss des Lichtes.
5.3.8 Abtrennung der reaktiven Agenzien
Um Proteine bzw. Proteoliposomen bei Bedarf dem zerstörerischen Einfluss der reaktiven
Agenzien zu entziehen, werden mehrere Methoden getestet. Der Einsatz konventioneller
Dialysemethoden scheint aufgrund der langen Dialysedauer ungeeignet. Auch Versuche mit
einer Mikrodialyse-Apparatur erwiesen sich als unpraktikabel, da schon das Einspannen der
Dialysemembran in die Apparatur ohne Einschluss von Luftbläschen viel Zeit in Anspruch
nimmt. Weiterhin benötigt man für einen Ansatz mit einem Volumen von 1 ml fünf
Dialysekammern. Der Einsatz von Centricon®-Konzentratoren zur Abtrennung der reaktiven
Spezies ist zwar mit Ausbeuteverlusten verbunden, aber prinzipiell möglich.
Als beste Methode zur Abtrennung reaktiver Spezies erwies sich schließlich die Gelper-
meationschromatographie unter Einsatz einer Sephadex G 25-Säule (Bettvolumen 9,1 ml,
Betthöhe 5 cm). Während die kleinen, reaktiven Substanzen in die Poren der stationären Phase
diffundieren und daher später eluieren, erscheinen die großen Proteine bzw. Proteoliposomen
im Säulendurchbruch. Die Retentionszeit lässt sich aufgrund der violetten Farbe von BR leicht
bestimmen und wird auf die farblosen Ansätze mit BSA übertragen. Hierbei kann man die
Proteine in ein neues Milieu überführen. Als Eluens wird Phosphatpuffer eingesetzt, dessen
pH-Wert bei Proteinproben 6,0 und bei Proteoliposomen 5,0 beträgt. Die jeweilige Konzen-
trationen des Phosphatpuffers ist im Ergebnisteil aufgeführt. Der niedrigere pH-Wert bei
Proteoliposomen hat seine Ursache darin, dass eine für den Photozyklus wichtige
Aminosäureseitengruppe von BR in Liposomen einen pKS-Wert ~ 7 besitzt, so dass bei
physiologischen Bedingungen schon geringe pH-Wert-Abweichungen große Effekte haben.
Da die Trennung bereits nach wenigen Minuten durchgeführt ist, lassen sich so viele Proben-
ansätze in kurzer Zeit auftrennen.
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5.4 Analytische Methoden
5.4.1 Bestimmung der Protein-Konzentration
Aufgrund des bekannten Absorptionskoeffizienten von ε568nm = 63000 M-1cm-1 für licht-
adaptiertes BR (siehe Abschnitt 3.2) ist die Konzentrationsbestimmung von Bacterio-
rhodopsin in Purpurmembran-Suspensionen denkbar einfach. Wenn es aber durch Applikation
oxidierender Substanzen zur Zerstörung des Chromophors Retinal kommt, ist ein solches Vor-
gehen nicht mehr möglich. Im Fall von BSA erfolgt die Konzentrationsbestimmung ebenfalls
spektralphotometrisch mit ε279nm = 44300 M-1cm-1 (Alvarez et al., 1999). Wenn aber die
aromatischen Aminosäurereste, welche die Ursache für die Absorption bei λ = 279 nm sind,
durch oxidierende Substanzen modifiziert werden, ist diese Methode zur Konzentrations-
ermittlung nicht mehr durchführbar.
Darüber hinaus existieren eine Vielzahl verschiedener Methoden, die Proteinkonzentration zu
bestimmen. Durch den Vergleich mit den Ergebnissen an Standardproteinlösungen mit
bekannter Konzentration wird letztlich die unbekannte Konzentration ermittelt. Da es jedoch
fast immer eine Abhängigkeit der jeweils erhaltenen Messwerte von der
Aminosäurenzusammensetzung der Proteine gibt, müsste man für eine genaue Konzen-
trationsbestimmung Korrekturfaktoren bestimmen, falls das Standardprotein und das unter-
suchte Protein nicht identisch sind. Wenn durch den Einsatz oxidierender Substanzen
Aminosäuren in einem Protein modifiziert werden, treten die gleichen Probleme auf, auch
wenn als Standardprotein das native, unmodifizierte Protein eingesetzt wird.
Während die Proteinkonzentration in den Reaktionsansätzen der vorliegenden Arbeit immer
bekannt ist, kommt es durch die Gelpermeationschromatographie, die zur Abtrennung der
reaktiven Agenzien durchgeführt wird (siehe 5.3.8), zu einer Verdünnung. Um die Protein-
konzentration in diesen Lösungen zu ermitteln, wird der Verdünnungsfaktor mit Hilfe von
Referenzlösungen, die nicht dem Einfluss oxidierender Substanzen ausgesetzt waren,
bestimmt. Denn für diese gelten die bereits erwähnten Extinktionskoeffizienten bei 279 bzw.
568 nm. Die so erhaltenen Verdünnungsfaktoren werden auf die Reaktionsansätze, die dem
Einfluss reaktiver Agenzien ausgesetzt waren, angewendet.
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5.4.2 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese
Zur Auftrennung von Proteinmischungen können diese in  einer denaturierenden SDS-Poly-
acrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) nach ihrer Molekülmasse aufgetrennt werden (Laemmli,
1970). Der Zusatz des anionischen Detergens Natriumdodecylsulfat (SDS) erfüllt zwei Funk-
tionen. Einerseits werden die Proteine denaturiert, so dass das Laufverhalten während der Gel-
elektrophorese nicht von der natürlichen Form des Proteins beeinflusst wird. Außerdem erhal-
ten die Proteinmoleküle durch die Anlagerung der Detergensmoleküle eine netto negative La-
dung, die im Fall von wasserlöslichen Proteinen ungefähr proportional zu ihrer Molekülmasse
ist (~1 SDS / 2 Aminosäuren). Eine Abhängigkeit des Laufverhaltens von der Eigenladung
des Proteins wird somit ebenfalls vermieden. Um Disulfidbrücken in Proteinen zu spalten,
verläuft die PAGE unter reduzierenden Bedingungen durch Einsatz von Dithiothreitol (DTT).
Bei der stationären Phase der PAGE handelt es sich um ein Polyacrylamidgel, das vorher ge-
gossen wird. Der Polymerisation liegt ein radikalischer Mechanismus zugrunde. Da Sauerstoff
diesen Prozess stören würde, müssen die eingesetzten Lösungen vorher entgast werden, und in
der Gelkammer während des Polymerisationsprozesses mit Isopropanol überschichtet werden.
Bei Anlegen eines elektrischen Feldes wandern die Proteine durch das Gel in Richtung der
Anode, wobei die Wanderungsgeschwindigkeit der einzelnen Proteine ungefähr umgekehrt
proportional zum Logarithmus ihrer Molekülmasse ist. Um die zurückgelegten Strecken  der
einzelnen Proteine nach Abschluss der Gelelektrophorese der Molekülmasse zuordnen zu
können, wird auf eine Spur ein Proteinstandard aufgetragen.








Der Gelelektrophorese schließt sich entweder eine Proteinfärbung (siehe Abschnitt 5.4.3) oder
ein Elektroblot (siehe Abschnitt 5.4.10.1) an.
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Nachdem die Komponenten für den Polymerisationsansatz für das Trenngel zusammen-
gegeben wurden, pipettiert man sie zügig in die Gelkammer. Um noch genügend Platz für das
Sammelgel zu lassen, sollte der Füllspiegel ungefähr 2 cm vom oberen Rand der Gelkammer
entfernt sein. Nachdem mit Isopropanol überschichtet wurde, lässt man das Trenngel mindes-
tens 30 min polymerisieren. Dann wird das Isopropanol sorgfältig entfernt, und der Polymeri-
sationsansatz für das Sammelgel auf das polymerisierte Trenngel bis zum oberen Rand der
Gelkammer pipettiert. Um Geltaschen zu erhalten, muss man sofort einen Probenkamm in die
Lösung stecken.
Bevor man nun in die einzelnen Geltaschen die Proteinproben pipettieren kann, müssen diese
im Verhältnis 1:1 mit Probenpuffer (Ausnahme siehe Abschnitt 5.4.10.3) gemischt und 30
min bei Raumtemperatur inkubiert werden. Um Purpurmembran zu denaturieren, ist eine
Inkubationsdauer von 3 min bei 100 °C nötig.
Wenn die Proteinproben dann in den Geltaschen vorliegen, schüttet man Elektrodenpuffer (pH
8,6) in die Apparatur und legt eine konstante Spannung von 130 V an. Um hierbei ein An-
steigen der Temperatur zu vermeiden, wird die Apparatur mit Leitungswasser temperiert.
Sobald der Farbstoff Bromphenolblau die untere Kante des Gels erreicht, wird die
Spannungsquelle abgeschaltet, und die Gelelektrophorese ist beendet.
Lösungen
Trenngelpuffer Sammelgelpuffer
1,5 M Tris/HCl (pH 8,8) 1 M Tris/HCl (pH 6,8)
Elektrodenpuffer (pH 8,6) Probenpuffer
0,05 M Tris/HCl 15 % (w/v) Saccharose
0,16 M Glycin 2,5 % (w/v) SDS
0,1 % (w/v) SDS 0,25 % (w/v) Na2CO3
0,25 M DTT
0,04 % (w/v) Bromphenolblau
Proteinstandardpuffer Proteinstandardlösung
0,4 M Glycin 200 µl Proteinstandardpuffer in das Aufbe-
50 mM Tris wahrungsgefäß des Proteinstandards pipet-
0,1 % (w/v) SDS tieren und 7 min bei 100 °C inkubieren
5 % (v/v) β-Mercaptoethanol
0,04 % (w/v) Bromphenolblau
Æ pH 8,5
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Zur Charakterisierung der Konzentration von Acrylamid-Monomer und Quervernetzer
(Bisacrylamid) sind die Angaben von „T“ und „C“ üblich, die wie folgt definiert sind:
Es werden Trenngele mit T = 12 % (w/v) und C = 4 % (w/v) und Sammelgele mit T = 5 %
(w/v) und C = 3,3 % (w/v) gegossen.
Lösungen
Polymerisationsansatz für das Trenngel Polymerisationsansatz für das Sammelgel
7,68 ml rotiphorese Gel A  1,65 ml Acryl-/Bisacrylamid 29:1
4,8 ml rotiphorese Gel B 1,25 ml Sammelgelpuffer
5 ml Trenngelpuffer 6,9 ml aqua dest.
2,27 ml aqua dest.
-15 min Entgasen- -15 min Entgasen-
90 µl 20 % (w/v) SDS 46,6 µl 2 % (w/v) SDS
14,3 µl TEMED 12,7 µl TEMED
143 µl 10 % (w/v) APS 84,7 µl 10 % (w/v) APS
5.4.3 Färbung der Proteinbanden im Gel
5.4.3.1 Coomassie-Blau-Färbung
Mit der von Görg et al. (1978) modifizierten Proteinfärbung mit dem Farbstoff Coomassie®-
Brilliant Blau R250 lassen sich Proteinbanden mit einem Proteingehalt von 0,1-2 µg anfärben.
Der Farbstoff bildet hierbei mit Aminosäureresten des Proteins, nach Compton et al. (1985)
hauptsächlich Arginin, einen Komplex aus, während nicht-komplexierter Farbstoff
anschließend aus dem Gel gewaschen wird. Durch den Zusatz von Cu(II)-Ionen resultiert eine
Farbvertiefung, welche die Nachweisgrenze in den oben genannten Bereich senkt.
Das Gel wird in einer Glasschale mit der Coomassie-Färbelösung mindestens 30 min ge-
schwenkt. Die Färbelösung kann anschließend in ihren Vorratsbehälter zurückgeschüttet und
wieder verwendet werden. Durch wiederholtes Schwenken in Entfärbelösung wird die un-
spezifische Hintergrundfärbung im Gel beseitigt, und die Proteinbanden sind blau gefärbt
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Lösungen
Färbelösung I Färbelösung II
5 g CuSO4 ⋅ H2O 1,5 g Coomassie®-Brilliant Blau R250
400 ml aqua dest. 450 ml Methanol
100 ml Eisessig 50 ml aqua dest.
Färbelösung I und II im Verhältnis 1:1 mischen
Entfärbelösung
10 g CuSO4 ⋅ H2O
1300 ml aqua dest.
200 ml Eisessig
500 ml Methanol
5.4.3.2 Silberfärbung nach Oakley
Die Proteinfärbung nach Oakley et al. (1980) ermöglicht es, Proteinbanden im Nanogramm-
bereich sichtbar zu machen. Damit ist sie zwar sensitiver als die Coomassie-Blau-Färbung
(siehe Abschnitt 5.4.3.1) aber auch sehr viel arbeitsaufwendiger. Das Prinzip der Färbung
beruht auf der Komplexierung von Silberionen durch Glutamat-, Aspartat-, und Cysteinreste
des Proteins, die im Entwicklungsschritt der Vorschrift durch alkalisches Formaldehyd zu
Silber reduziert werden (ausführliche Beschreibung siehe Seelert, 2000).
Im ersten Schritt der Färbung wird das Gel dreimal für 60 min oder über Nacht in
Fixierlösung I geschwenkt. Dem dreimaligen Waschen mit aqua dest. für jeweils 30 min folgt
eine 15 minütige Inkubation in Fixierlösung II, der sich drei Waschschritte mit 4 °C kaltem
aqua dest. für jeweils 20 min anschließen. Dann wird das Gel 20 min in der Silberlösung
geschwenkt, kurz mit 4 °C kaltem aqua dest. abgewaschen und 15 min in 4 °C kaltem aqua
dest. inkubiert. Abschließend folgt die Behandlung mit Entwickler bis die Proteinbanden
sichtbar werden und zwei Waschschritte für jeweils 10 min mit 4 °C kaltem aqua dest.
Lösungen
Fixierlösung I Fixierlösung II
150 ml Methanol 1,253 g Na2B4O7
37,5 ml Eisessig 120 ml aqua dest.
112,5 ml aqua dest. 2,5 ml 50 % (v/v) Glutaraldehyd
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Silberlösung Entwickler
1,85 ml 1 M NaOH 10 ml Ethanol
1,25 ml konz. Ammoniaklösung 0,6 ml 1 % (w/v) Citronensäure
19 ml aqua dest. 25 µl 37 % (v/v) Formaldehyd
4 ml 20 % (w/v) AgNO3 zutropfen mit aqua dest. auf 100 ml auffüllen
mit aqua dest. auf 100 ml auffüllen
5.4.4 Desoxyribose-Test zum qualitativen Nachweis von Hydroxylradikalen
Die Geschwindigkeitskonstante für die Reaktion von 2-Desoxyribose mit Hydroxylradikalen
beträgt k = 3,1 x 109 M-1s-1. Im Verlaufe der Reaktion, deren Mechanismus noch nicht
komplett verstanden ist, entsteht u.a. Malondialdehyd (MDA). Dieses bildet mit zwei Mole-
külen Thiobarbitursäure (TBA) einen rosafarbenen Chromophor (siehe Abbildung 5.6), der
sich spektralphotometrisch bei 532 nm nachweisen lässt (Halliwell et al., 1981).
Es werden 1,5 ml einer 0,4 mM Desoxyribose-Lösung (0,2 mM)1 in 200 mM Phosphatpuffer
(pH 7,4) in einer Acrylküvette vorgelegt. Nach Zugabe von 1,5 ml einer 0,2 mM wässrigen
N-Hydroxy-2-thiopyridon-Lösung (0,1 mM)1 wird die Reaktion gestartet, indem man eine
Weißlichtlampe einschaltet, welche die Küvette mit 1600 mW/cm2 bestrahlt (siehe Abschnitt
5.3.7.2).
Zu verschiedenen Zeiten wird 1 ml des Ansatzes entnommen und mit 740 µl 1 % (w/v) TBA
in 50 mM NaOH und 740 µl 2,8 % (w/v) Trichloressigsäure (TCA) vermischt. Nach 10 min
Inkubation bei 100 °C und anschließendem Abkühlen auf Raumtemperatur wird die OD532 nm
bestimmt. Da der größte Anteil an MDA erst während des Erhitzens im sauren Milieu
entsteht, müssen die hier vorgegebenen Parameter (100 °C, 10 min) genau eingehalten
werden, um die Vergleichbarkeit der Proben zu gewährleisten.
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5.4.5 Xylenolorange-Test zur quantitativen Bestimmung von Lipidhydroperoxiden
Der Xylenolorange-Test nach Jiang et al. (1992) dient der Konzentrationsbestimmung von
Lipidhydroperoxiden (LOOH). Da Wasserstoffperoxid (H2O2) durch das Testsystem ebenfalls
detektiert wird, ist vorher meist eine Lipidextraktion notwendig, um die Lipide (LH) zu
isolieren. Andererseits lässt sich so mit bekannten Mengen an H2O2 eine Eichgerade zur
Kalibrierung der Signale erstellen. Grundlage des Tests ist die Oxidation von Fe2+- zu Fe3+-
Kationen durch Lipidhydroperoxide (LOOH). Da im Reaktionsansatz ein saures Milieu
eingestellt ist (25 mM H2SO4), kann die Oxidation durch Luftsauerstoff vernachlässigt
werden. Die Fe3+-Kationen bilden mit dem in der Lösung vorhandenen Farbstoff o-Kresolsul-
fonphthalein-3‘-3‘‘-bis-methyliminodiessigsäure (Xylenolorange) einen blaugefärbten Kom-
plex mit einem Extinktionskoeffizienten von ε560nm = 1,5 x 104 M-1cm-1 (Jiang et al., 1990).
Um eine Kettenreaktion gemäß Abbildung 5.8 zu unterbinden, in deren Verlauf Peroxyl-
radikale (LOO•), Alkoxylradikale (LO•) und „Lipidylradikale“ (L•) entstehen (siehe Abschnitt
3.1.1.2), ist im Reaktionsansatz 2,6-Di-tert-Butyl-p-kresol (BHT) vorhanden. Dieses ist als
synthetisches Antioxidans zur Unterdrückung der Lipidperoxidation schon lange bekannt.
Nach Reaktion von [Fe(II)-Xylenolorange] mit definierten Mengen an Wasserstoffperoxid
und Linolsäurehydroperoxid ergeben sich jedoch scheinbare Extinktionskoeffizienten von
ε560nm = 4,56 x 104 M-1cm-1 und ε560nm = 4,70 x 104 M-1cm-1 (Jiang et al., 1992). Hieraus kann
man schließen, dass trotzdem eine begrenzte Kettenreaktion stattfindet. Pro Mol
Hydroperoxid entstehen ungefähr 3 Mol Fe3+-Ionen.
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50 µl der Liposomensuspension werden mit 950 µl FOX-Reagens vermischt und nach 30 min
Inkubation bei Raumtemperatur die Absorption bei 560 nm ermittelt (Wolff, 1994).
Lösung
FOX-Reagens (ferrous oxidation with xylenol orange)
10 ml 250 mM H2SO4
9,8 mg Mohrsches Salz
88 mg BHT
7,6 mg o-Kresolsulfonphthalein-3‘-3‘‘-bis-methyliminodiessigsäure Natriumsalz
90 ml MeOH
5.4.6 Quantitative Ermittlung von 3-Nitrotyrosin mittels UV-VIS-Spektroskopie
Der Gehalt an 3-Nitrotyrosin (NT) lässt sich durch Aufnahme von UV-VIS-Spektren bestim-
men. Unter basischen Bedingungen (pH > 9,5) besitzt NT bei 430 nm einen Extinktionsko-
effizienten von ε430nm = 4400 M-1cm-1, während die protonierte Spezies (pKS-Wert = 7,5)
durch einen Extinktionskoeffizienten von ε360nm = 2790 M-1cm-1 (Radi et al., 2001)
charakterisiert ist. Die Bestimmung des NT-Gehaltes ist aber nur an relativ reinen Proben
möglich, da in biologischen Proben prosthetische Gruppen, wie NADH, ebenfalls in diesem
Bereich absorbieren. Bei Bacteriorhodopsin (BR) muss man allerdings bedenken, dass sich im
alkalischen Milieu die Absorptionsbande bei 568 nm in den kürzerwelligen Bereich verschiebt
mit einem Maximum zwischen 460-470 nm (siehe Abschnitt 3.2.1). Um dies zu verhindern,
sollte der NT-Gehalt in BR bei niedrigen pH-Werten gemessen werden, auch wenn hier der
Extinktionskoeffizient geringer ist. Eine weitere Einschränkung dieser Methode ist die
Nachweisgrenze, die im Bereich von ungefähr 1 µM NT liegt.
Fe2+ + LOOH Fe3+ + LO• + OH−
LO• + LH LOH + L•
L• + O2 LOO•
LOO• + LH LOOH + L•
Abbildung 5.8: Durch die Reaktion von Fe2+-Ionen mit Lipidhydroperoxiden wird eine
Kettenreaktion ausgelöst.
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5.4.7 Fluoreszenzmessung
Mit einem Fluoreszenzspektrometer (Shimadzu, Typ RF 1501) werden Excitations- bzw.
Emissionsspektren von Purpurmembran (PM) aufgenommen. Bei PM findet bei einem Groß-
teil der angeregten Tryptophan- und Tyrosinreste Energietransfer auf Retinal statt. Lediglich
ein Tryptophanrest führt nach Kalisky et al. (1981) keinen Energietransfer durch. Um die
Fluoreszenz der aromatischen Aminosäure Tryptophan in Bacteriorhodopsin zu detektieren,
wird als Excitationswellenlänge λ = 280 nm eingestellt (Lam et al., 1983).
5.4.8 Hydrolyse von Proteinen
Durch 20 h Inkubation von Proteinen bei 120 °C in 6 M HCl kann man die Hydrolyse der
Peptidbindungen zu den Aminosäuren durchführen. Unter diesen Bedingungen wird jedoch
Tryptophan zerstört. Ebenso wird Methionin in Gegenwart geringer Spuren gelösten Sauer-
stoffs oxidiert. Die Amidgruppen von Asparagin (Asn) bzw. Glutamin (Gln) hydrolysieren zu
Asparaginsäure (Asp) bzw. Glutaminsäure (Glu) und dem Ammoniumion (NH4+). In den
nachfolgend aufgeführten Ergebnissen der quantitativen Bestimmung der Aminosäuren stehen
die Kürzel Asx und Glx für die Summen von Asp und Asn bzw. Glu und Gln.
50 µl Proteinlösung (50 µg/ml)1 werden mit 950 µl 6,32 M HCl (6 M)1 in ein Hydrolyse-
röhrchen pipettiert und 5 min im Vakuum-Exsiccator bei Wasserstrahlpumpenvakuum
gehalten. Zum Druckausgleich wird Stickstoff eingeleitet und die Hydrolyseröhrchen werden
schnell verschlossen. Nach 20 h bei 120 °C wird die Lösung im Stickstoffstrom eingetrocknet,
in 500 µl 0,1 M HCl aufgenommen und durch einen Spritzenfilter mit einer Porengröße von
0,2 µm gepresst, um größere Partikel zu entfernen.
Alle Lösungen werden mit MilliQ-Wasser und HCl suprapur angesetzt. Die Hydrolyse-
röhrchen werden vorher mit RBS gereinigt und anschließend mit MilliQ-Wasser sorgfältig
ausgespült.
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5.4.9 Trennung und Identifikation von Aminosäuren mit RP-HPLC-Techniken
Bei der Hoch-Leistungs-Flüssig-Chromatographie (HPLC) handelt es sich um eine Spezial-
disziplin der Flüssigchromatographie. Durch Verwendung von Teilchen mit geringem Par-
tikeldurchmesser als stationäre Phase erhält man eine gute Trennung von Substanzgemischen
in kurzer Zeit. Der kleine Partikeldurchmesser bewirkt einen großen Druckabfall, so dass die
mobile Phase mit hohem Druck durch das Säulenmaterial gefördert werden muss. Die
Reversed-Phase-Chromatographie (RP) ist heutzutage weit verbreitet. Bei dieser ist die
stationäre Phase sehr apolar, während die mobile Phase relativ polar ist. Die Auftrennung von
Substanzgemischen erfolgt durch unterschiedliche Adsorption der verschiedenen Molekül-
sorten an die stationäre Phase. Als Faustregel gilt bei dieser Art der Chromatographie, dass
apolare Stoffe später eluieren als polare. Der Name Reversed-Phase („Phasenumkehr-
Chromatographie“) ergibt sich aus der Tatsache, dass die früher entwickelte „Normalphasen-
Chromatographie“ polare Substanzen als stationäre Phase verwendet, während die mobile
Phase apolar ist.
Bei der Auftrennung von Aminosäuregemischen verwendet man heutzutage häufig die RP-
HPLC. Die einzelnen Molekülsorten lassen sich nach erfolgter Trennung u.a. UV-VIS- oder
fluoreszenzspektroskopisch detektieren und werden anhand ihrer charakteristischen Reten-
tionszeiten identifiziert. Durch Vermessen der Flächen unter den entsprechenden Signalen
werden sie quantifiziert. Natürlich ist dieses Verfahren nicht auf die natürlichen Aminosäuren
beschränkt, sondern lässt sich auch auf modifizierte Aminosäuren ausdehnen.
Abbildung 5.9 zeigt schematisch den Aufbau einer HPLC-Anlage. Durch den Einsatz von
zwei Pumpen ist es möglich, Lösungsmittelgradienten zu realisieren. Hierbei werden die
Eluenten in der Mischkammer M vermischt. Um die Lebensdauer der Trennsäule T zu
verlängern, wird durch Einsatz von Fritten F und einer Vorsäule V verhindert, dass größere
Partikel die Säule erreichen und sich dort ablagern. Da außerdem die Bildung von Gasblasen
in der Säule die Trennleistung stark beeinträchtigen würde, sind hohe Anforderungen an die
Reinheit der mobilen Phasen gestellt. Die Vorsäule reduziert auch mechanische Kräfte, wie
z.B. Scherrkräfte, welche die Packung der Trennsäule beeinflussen könnten.
Da die Trennsäule ein oberes Drucklimit besitzt, ist in die Anlage auch ein Manometer D
integriert, das bei zu hohen Drücken die Hochdruckpumpen H abstellt.
Mit Hilfe einer Spritze S wird das Substanzgemisch in die Probenschleife P injiziert und
durch Umlegen des Einspritzventils E auf die Trennsäule appliziert. Die aufgetrennten
Molekülsorten werden hier mit einem UV-VIS- und einem Fluoreszenzdetektor vermessen
und die Chromatogramme auf einem Computer abgespeichert.
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D = Druckmesser P = Probenschleife
E = Einspritzventil S = Säule
F = Fritte aus Sintermetall Sp= Spritze
G = Gummischlauch T = Trennsäule
H = Hochdruckpumpe V = Vorsäule
M = Mischkammer
Abbildung 5.9: Blockdiagramm einer HPLC-Anlage
5.4.9.1 Vorbereiten der mobilen Phasen
Um den hohen Ansprüchen an die mobilen Phasen in der HPLC gerecht zu werden, werden
die wässrigen Lösungen unter Einsatz von MilliQ-Wasser und Chemikalien mit höchst-
möglicher Reinheit angesetzt, durch einen Membranfilter mit der Porengröße 0,2 µm filtriert
und 10 min mit Ultraschall behandelt, um die Lösungen zu entgasen. Der letzte Punkt wird
auch mit dem verwendeten Methanol durchgeführt.
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5.4.9.2 Vorbereiten der Probenlösungen
Da der kommerziell erhältliche Aminosäurestandard H (Fa. Pierce) in 0,1 M HCl vorliegt,
wird das Proteinhydrolysat, wie in Abschnitt 5.4.8 beschrieben, ebenfalls in 0,1 M HCl aufge-
nommen. Von modifizierten Aminosäuren, die als Folge von oxidativem Stress entstehen
können (siehe Abschnitt 3.1.1.4), werden Maßlösungen in 0,1 M HCl hergestellt, da diese
nicht Bestandteil des Aminosäurestandards H sind. Die selbst hergestellten Maßlösungen
werden vor ihrem Einsatz analog den Proteinhydrolysaten durch einen Spritzenfilter mit einer
Porengröße von 0,2 µm gepresst.
Verdünnungen sind stets in 0,1 M HCl vorzunehmen. Die HCl-Lösung wird durch Verdünnen
von HCl suprapur mit MilliQ-Wasser hergestellt.
5.4.9.3 RP-HPLC von Aminosäuren nach Derivatisierung mit ortho-Phthaldialdehyd
Um die Nachweisgrenze zu senken und auch nicht-aromatische Aminosäuren mit UV-VIS-
bzw. Fluoreszenzdetektor zu erfassen, muss man Derivatisierungsreagenzien einsetzen. Hier-
bei kann man zwischen mehreren Substanzen auswählen, wie z.B. dem beim Edman-Abbau
eingesetztem Phenylisothiocyanat oder Dabsylchlorid. In der vorliegenden Arbeit wurde
o-Phthaldialdehyd (OPA) als Derivatisierungsreagenz verwendet. Dieses bildet mit primären
Aminofunktionen und β-Mercaptoethanol stark fluoreszierende Isoindolderivate (siehe
Abbildung 5.10). Neben den in Abschnitt 5.4.8 gemachten Einschränkungen durch die Hydro-
lysebedingungen lässt sich auf diese Weise die Iminosäure Prolin nicht nachweisen, da sie
über keine primäre Aminogruppe verfügt. Cystein bildet mit OPA ebenfalls kein
fluoreszierendes Derivat aus.
Als Vorteil der OPA-Methode ist die kurze Derivatisierungszeit von ungefähr 1 min zu be-
werten (Simons et al., 1977). Zudem fluoreszieren die Edukte bei der eingestellten Anre-
gungswellenlänge nur in geringem Maße. Da das gebildete Isoindolderivat jedoch aufgrund
von Hydrolysereaktionen instabil ist, muss man die Zeitvorgaben der einzelnen Schritte vom
Abbildung 5.10: Reaktion von o-Phthaldialdehyd (OPA) mit einer α-Aminosäure und
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Mischen der Edukte bis zur Applikation auf die Säule sehr genau einhalten, um
reproduzierbare Ergebnisse zu erhalten. OPA wird in Form der Fluoraldehyde™ Reagent
Solution eingesetzt. Hierbei handelt es sich um eine Fertiglösung mit 0,8 mg/ml OPA, das
durch das Detergens Brij 35® in Boratpuffer solubilisiert bei pH ~ 10 vorliegt. β-Mercapto-
ethanol ist ebenfalls in der Testlösung vorhanden.
Die Derivatisierung kann auf zwei verschiedene Arten erfolgen. Einerseits kann man die
Reaktion vor Applikation der Probenlösung auf die Säule durchführen und somit die
Isoindolderivate auftrennen (Vorsäulen-Derivatisierung). Andererseits ist es auch möglich, die
aufgetrennten Aminosäuren erst nach der Säule (aber noch vor dem Detektor) zu
derivatisieren (Nachsäulen-Derivatisierung). Bei der Nachsäulen-Derivatisierung führen
Verunreinigungen in der mobilen Phase oder in der Derivatisierungslösung eher zu einer
unerwünschten, hohen Hintergrundfluoreszenz (Bohlen et al., 1982). Das Mischen der
mobilen Phase mit der Derivatisierungslösung nach der Säule hat außerdem Verluste in der
Trennleistung und Sensitivität zur Folge (Kucera et al., 1983). Daher wurde stets eine
Vorsäulen-Derivatisierung durchgeführt, auch wenn bei dieser die Instabilität der gebildeten
Derivate problematisch ist. Die Vorsäulen-Derivatisierung findet bevorzugt bei einem pH-
Wert von ca. 10 statt.
Die verwendete HPLC-Säule Microsorb™ Type O AAAnalysis (100 x 4,6 mm) und die
Vorsäule (15 x 4,6 mm) sind mit dem Säulenmaterial 100-3 C18 gefüllt. Aufgrund des
Partikeldurchmessers von nur 3 µm und der hohen Viskosität von Wasser-Methanol-
Mischungen treten sehr hohe Drücke auf, die oberhalb der Belastbarkeit der Säule liegen.
Daher werden die beiden Säulen auf 30 °C thermostatisiert, so dass „nur“ noch Druckspitzen
von ungefähr 300 bar während des Gradienten auftreten. Weiterhin ist die Thermostatisierung
für die Reproduzierbarkeit der Retentionszeiten günstig (Lewisch et al., 1995).
Die Säule wird mit Mobile Phase A bis zur Druckkonstanz bei einer Flussgeschwindigkeit
von 1 ml/min äquilibriert. Dann wird zu 10 µl Aminosäurelösung 90 µl Fluoraldehyde™
Reagent Solution pipettiert und gleichzeitig eine Stoppuhr gestartet. 15 s nach dem
Zupipettieren wird die Lösung für 15 s mit einem Vortexer geschüttelt und dann mit Hilfe
einer Spritze in eine 20 µl Probenschleife appliziert. 90 s nach der Zugabe von Fluor-
aldehyde™ Reagent Solution zu der Aminosäurelösung wird zeitgleich das Injektionsventil
umgelegt und der Gradient gestartet. Die eingestellte Anregungs- bzw. Emissionswellenlänge
am Fluoreszenzdetektor betragen: λEx = 340 nm, λEm = 455 nm.
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Tabelle 5.2: Gradientenprogramm der HPLC-Pumpen
Zeitintervall [min] % (v/v) Mobile Phase B
0 – 1 0
1,01 – 46 0,1 – 80
Die Erhöhung auf 80 % (v/v) Mobile Phase B (siehe Tabelle 5.2) wird durch einen linearen
Gradienten bewerkstelligt. Einschließlich Reäquilibrierung auf die Ausgangsbedingungen
dauert ein HPLC-Lauf etwa 1h.
Die Fluoraldehyde™ Reagent Solution wird in ihrem Vorratsgefäß unter Rühren auf Raum-
temperatur erwärmt, bis möglicherweise ausgefallene Kristalle wieder in Lösung sind. Danach
werden 1 ml-Aliquots angefertigt und bei 4 °C gelagert, um zu verhindern, dass durch
ständiges Öffnen der Vorratsflasche die Konzentration an β-Mercaptoethanol abnimmt. Die
Vorratsflasche wird unter Stickstoff gelagert. Ein Aliquot wird vor Benutzung auf Raum-
temperatur erwärmt und zur Entnahme von Lösung immer nur möglichst kurz geöffnet.
Sicherheitshalber wird ein Aliquot nur am Tag des Öffnens benutzt.
Lösungen
Mobile Phase A1: Mobile Phase B 1:
95 % (v/v) 0,1 M Natriumacetat/HCl (pH 7,2) 100 % Methanol
4,5 % (v/v) Methanol
0,5 % (v/v) Tetrahydrofuran
Fluoraldehyde™ Reagent Solution
                                                
1 siehe Abschnitt 5.4.9.1
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5.4.9.4 RP-HPLC-Trennung und Detektion aromatischer Aminosäuren
Die aromatischen Aminosäuren mit Ausnahme von Phenylalanin lassen sich auch ohne
Derivatisierung mit einem UV-VIS-Detektor bei 274 nm (Whiteman et al., 1996) erfassen.
Dieses Verfahren wurde trotz seiner vergleichsweise geringeren Sensitivität parallel zu der in
Abschnitt 5.4.9.3 beschriebenen Methode durchgeführt, um die Aminosäuremodifikationen
3-Nitrotyrosin (NT) und 3,4-Dihydroxyphenylalanin (DOPA) zu detektieren, deren Isoindol-
derivate nicht fluoreszieren. Aufgrund der verwendeten Detektionsmethode erhält man
Chromatogramme mit weniger Signalen, die sich daher leichter auswerten lassen. Des
Weiteren ist die Probenvorbereitung nicht so kritisch wie bei der OPA-Derivatisierung. Da
eine isokratische Elution durchgeführt wird und das Füllmaterial der eingesetzten HPLC-
Säule Nucleosil 120-5 C18 (250 x 4,6 mm) einen Partikeldurchmesser von 5 µm aufweist, tritt
während des HPLC-Laufs ein moderater Druck von ungefähr 120 bar auf.
Zur Untersuchung der mit Cu2+/H2O2 inkubierten BSA-Proben (siehe Abschnitt 5.3.7.1) wird
ein Fluoreszenzdetektor mit λEx = 280 nm und λEm = 320 nm eingesetzt. Hiermit lassen sich
Tyrosin, o-Tyrosin und DOPA1 nachweisen. Zur Messung von Dityrosin im sauren Milieu
müsste hingegen λEx = 280 nm und λEm = 400 nm eingestellt werden (Malencik et al., 1996).
Die Säule wird mit Mobiler Phase (Ramspott, 1999) bis zur Druckkonstanz bei einer Flussge-
schwindigkeit von 1,5 ml/min äquilibriert. Die Aminosäurelösung wird in eine 160 µl Proben-
schleife injiziert und das Probenventil unter Beibehaltung der Flussgeschwindigkeit umgelegt.
Nach ungefähr 20 min kann die nächste Probe appliziert werden.
Lösung
Mobile Phase (pH 3,0)2:
50 mM KH2PO4/H3PO4
3 % (v/v) Methanol
                                                
1 Im Gegensatz zum Isoindolderivat fluoresziert DOPA. NT hingegen zeigt auch in seiner
underivatisierten Form keine Fluoreszenz.
2 siehe Abschnitt 5.4.9.1
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5.4.10 Western Blot
Der Western Blot ist eine immunochemische Analysemethode, bei der ein Epitop in Proteinen
spezifisch durch einen Antikörper erkannt wird. Hierzu sind eine Vielzahl von Arbeits-
schritten nötig. Im ersten Schritt führt man in der Regel eine SDS-Polyacrylamidgel-
elektrophorese (SDS-PAGE) durch (siehe Abschnitt 5.4.2), um dann die aufgetrennten
Proteine auf eine Membran zu blotten (siehe Abschnitt 5.4.10.1). Diese Membran bindet
unspezifisch Proteine durch hydrophobe Wechselwirkungen. Um eine spezifische Erkennung
des Epitops durch den Primärantikörper zu ermöglichen, muss daher zuvor ein Blockschritt
(siehe Abschnitt 5.4.10.2) durchgeführt werden. Die weiteren Schritte der Detektion sind in
Abbildung 5.11 schematisch zusammengefasst.
Der eigentliche Nachweis erfolgt durch einen zweiten Antikörper, der mit Meerrettich-
Peroxidase (HRP) gekoppelt ist. Die Zugabe von Luminol löst in der sogenannten „Enhanced-
Chemiluminescence-Reaction“ (ECL-Reaktion) eine Chemilumineszenz aus, die über einen
lichtsensitiven Film detektiert wird (siehe Abbildung 5.12).
Abbildung 5.11: Schematischer Ablauf eines Western Blots mit ECL™-Detektion (ECL™, 1998)
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Die Schwärzung des Films ist proportional zu der Menge der Epitope, d.h. je mehr Epitope
ein Protein besitzt desto intensiver ist das Signal, das mit dem Film detektiert wird. Hierzu
sind jedoch zwischen den einzelnen Schritten der Antikörperzugaben gründliche Wasch-
schritte nötig, um das unspezifische Binden des Antikörpers an der Membran zu vermeiden.
5.4.10.1 Elektroblotting
Beim Elektroblotting werden Proteine elektrophoretisch aus einem Gel auf eine Membran
übertragen. Es wird hier eine Membran aus Polyvinylidenfluorid (PVDF) mit einer Poren-
größe von 0,2 µm verwendet, die nach Herstellerangaben eine Proteinbindungskapazität von
170-200 µg/cm2 besitzt.
Sieben Whatman-Papiere sowie eine PVDF-Membran werden auf die Größe des Gels zurecht-
geschnitten. Die PVDF-Membran wird einige Sekunden in Methanol und danach 5 min in
Anode 2-Lösung geschwenkt. Jeweils zwei Whatman-Papiere werden in Anode 1- und Anode
2-Lösung getränkt, die restlichen drei in Kathode-Lösung. Während das Gel 5 min in aqua
dest. geschwenkt wird, legt man auf die Anode der Blotapparatur die zwei mit Anode 1-
Lösung und die zwei mit Anode 2-Lösung getränkten Whatman-Papiere übereinander. Darauf
folgt die PVDF-Membran und dann das Gel. Die drei mit Kathode-Lösung vollgesogenen
Papiere komplettieren den Stapel. Hierbei ist darauf zu achten, dass keine Luftbläschen
zwischen den Papieren eingeschlossen werden. Weiterhin lässt man die Papiere gut abtropfen,
damit sie nicht zu nass sind. Durch ein abschließendes Überrollen mit beispielsweise einem
Reagenzglas über den Papierstapel kann man eventuell noch vorhandene Luftbläschen und
überschüssige Flüssigkeit seitlich herausdrücken.
Der Elektroblot wird durch Anlegen einer konstanten Spannung von 25 V (~ 2-5 mA/cm2)
gestartet und dauert 1 h. Wie bei der PAGE (siehe Abschnitt 5.4.2) wandern die Proteine
aufgrund des anionischen Detergens SDS in Richtung der Anode, wo sie auf die PVDF-
Membran treffen.
Lösungen
Anode 1-Lösung Anode 2-Lösung Kathode-Lösung
75 mM Tris 6,3 mM Tris 6,3 mM Tris
20 % (v/v) MeOH 20 % (v/v) MeOH 10 mM ε-Aminocapronsäure
Æ pH 10,4 Æ pH 10,4 20 % (v/v) MeOH
0,1 % (w/v) SDS
Æ pH 9,4
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5.4.10.2 Blocken
Um ein unspezifisches Binden der Antikörper an der Blotmembran zu verhindern, muss man
eine Blotmembran nach dem Proteintransfer aus dem Gel mit einer Blocksubstanz inkubieren,
die selber natürlich kein Epitop für die anschließend eingesetzten Antikörper darstellt. Dabei
kann es sich z.B. um Tween®-20, Kälberserum, Rinderserumalbumin (BSA) oder Gelantine
handeln. In sämtlichen Western Blots der vorliegenden Arbeit wurden Kombinationen aus
BSA und Tween®-20 eingesetzt.
Die PVDF-Membran wird nach dem Elektroblot für 2 h bei Raumtemperatur in 0,3 ml
Blocklösung pro cm2 Membranoberfläche geschwenkt. Hierbei ist darauf zu achten, dass die
Membran vollständig benetzt ist und sich keine Luftbläschen unterhalb der Membran
befinden. Im Fall des Nitrotyrosin-Western-Blots werden folgende Lösungen eingesetzt:
Lösung
PBS-T-Puffer (phosphate buffered saline Tween) Blocklösung
80 mM Na2HPO4 1 g BSA (2 % w/v)1
20 mM NaH2PO4 mit PBS-T-Puffer auf 50 ml auffüllen
100 mM NaCl
0,2 % (w/v) Tween®-20
Æ pH 7,5
Für den Western-Blot zur Detektion von Carbonylfunktionen ist die Tween®-Konzentration
im PBS-T-Puffer (Æ 0,1 %) und die BSA-Konzentration in der Blocklösung (Æ 1 %) halbiert.
5.4.10.3 Nachweis von 3-Nitrotyrosinresten in Proteinen
3-Nitrotyrosin kann durch Reaktion von Tyrosin mit reaktiven Stickstoffspezies entstehen
(siehe Abschnitt 3.1.1.2, Seite 26). Diese Aminosäuremodifikation wird von einem spezi-
fischen Antikörper (Primärantikörper) erkannt und durch einen Sekundärantikörper visuali-
siert (siehe Abschnitt 5.4.10).
Die PVDF-Membran wird 90 min in 0,25 ml Primärantikörper-Lösung pro cm2 Membran-
oberfläche bei Raumtemperatur geschwenkt. In dem gleichen Verhältnis wird die Membran
für 1 h in der Sekundärantikörper-Lösung bei Raumtemperatur geschwenkt.
                                                
1 Endkonzentration
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Nach Inkubation mit den jeweiligen Antikörpern wird die Membran zweimal mit PBS-T-
Puffer 1 abgespült, danach einmal 15 min und zweimal 5 min in PBS-T-Puffer geschwenkt, um
nicht gebundenen Antikörper zu entfernen.
Detektion
Nach dem Abwaschen unspezifisch gebundener Antikörper von der Membran wird die
Detektionslösung angesetzt und auf die Membran pipettiert. Nach 1 min wird die Lösung
durch Anlegen einer der Membrankante auf ein saugfähiges Papier entfernt und die Membran
mit der Seite nach oben, auf der sich die geblotteten Proteine befinden, in eine Filmkassette
gelegt. Auf diese wird unter Vermeidung des Einschlusses von Luftbläschen eine transparente,
farblose Frischhaltefolie aufgelegt. Im Dunkeln wird nun ein lichtsensitiver Film aufgelegt,
der nach der Belichtungszeit zuerst in Entwickler, dann in aqua dest. (als „Stoppbad“) und
schließlich in  Fixierer geschwenkt wird. Während in den ersten Minuten nach Entfernen der
Detektionslösung schon sehr kurze Belichtungszeiten (~ 5-15 s) ausreichen, nimmt die Photo-
nenemission mit der Zeit ab, so dass nach 10 min längere Belichtungszeiten von 30-45 s nötig
sind. Die Entwicklungszeit variiert stark (2-10 min). Da sich die zunehmende Schwärzung des
Films gut mit dem Auge beobachten lässt (hierbei sollte direktes Bestrahlen des Films mit
Rotlicht vermieden werden!), stellt dies jedoch kein Problem dar. Ist der Entwicklungsprozess
weit genug fortgeschritten, wird der Film in aqua dest. (~ 10 s) und anschließend in den
Fixierer  gelegt. In diesem sollte der Film mindestens 2 min geschwenkt werden, bevor er die
Dunkelkammer verlässt. Um die Haltbarkeit des Films zu verlängern, wäscht man diesen
abschließend intensiv mit Leitungswasser.
Aufgrund der Dauer der ECL-Reaktion ist es möglich, mehrere Filme (nacheinander)




2 µl Anti-Nitrotyrosin-IgG 1 µl Anti-Hase-IgG aus Ziege mit
aus Hase (~ 0,1 µg/l) 2  HRP gekoppelt (~ 0,1 µg/l) 2
15 ml Blocklösung 1 15 ml Blocklösung 1
                                                
1 siehe Abschnitt 5.4.10.2
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Entwickler Fixierer
102 ml Entwickler GBX 102 ml Fixierer GBX
400 ml aqua dest. 400 ml aqua dest.
Detektionslösung 1
2,5 ml ECL-Detektionsreagens 1
2,5 ml ECL-Detektionsreagens 2
5.4.10.4 Nachweis von Carbonylfunktionen in Proteinen
Eine charakteristische Veränderung an Proteinen in Folge von oxidativem Stress ist die
Bildung von Carbonylgruppen an den Seitenresten bestimmter Aminosäuren, wie z.B.
Arginin, Lysin und Prolin (siehe Abschnitt 3.1.1.4). Mit dem OxyBlot™-Detection Kit lassen
sich diese quantitativ nachweisen (Levine et al., 1994). Die Nachweisgrenze liegt bei 5 Femto-
mol Carbonylverbindungen. Da es sich hier erneut um einen Western Blot handelt, ist die
Durchführung dem Nachweis von 3-Nitrotyrosin ähnlich. Vor der Durchführung der SDS-
PAGE müssen potentiell vorhandene Carbonylgruppen in den Proteinen mit 2,4-Dinitro-
phenylhydrazin (DNPH) im sauren Milieu derivatisiert werden (siehe Abbildung 5.13). Es
bildet sich das zugehörige 2,4-Dinitrophenylhydrazon (DNP), das von spezifischen
Antikörpern erkannt wird. DNP sind stabile, nicht flüchtige Verbindungen.
Um die Spezifität der Antikörper zu überprüfen, ist in einer Spur des Gels Proteinlösung
aufgetragen, die nicht mit DNPH derivatisiert wurde. Hier sollte anschließend auf dem Film
kein Signal sichtbar sein.
                                                
1 Die Lösung wird erst kurz vor Gebrauch hergestellt.
Abbildung 5.13: Reaktion von 2,4-Dinitrophenylhydrazin (DNPH) mit einer Carbonylfunktion zu
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Ein wichtiger Bestandteil des OxyBlot™-Detection Kits ist eine Proteinstandardlösung, deren
Proteine mit DNPH derivatisiert wurden. Die Zusammensetzung dieser Standardlösung
entspricht der in Tabelle 5.1 wiedergegebenen mit Ausnahme von α-Lactalbumin, das nicht
beigefügt ist. Neben der üblichen Funktion, unbekannten Proteinen eine ungefähre Molekül-
masse zuzuweisen, kann der Proteinstandard auch für die quantitative Auswertung des Films
durch Densiometrie herangezogen werden. Trägt man 22,5 µl des Proteinstandards auf,
entspricht das Signal der BSA-Bande 100 Femtomol Carbonylresten.
Um zu gewährleisten, dass DNPH tatsächlich nur mit Carbonylgruppen reagiert, wird nach 15
min der pH-Wert im Reaktionsansatz in den neutralen Bereich angehoben und somit weitere
Reaktionen unterbunden. Da bereits vor der Derivatisierung eine Zugabe von SDS erfolgte,
können die Proben direkt nach dem Neutralisierungsschritt auf das Polyacrylamidgel
aufgetragen werden. Die sonst übliche Inkubation mit Probenpuffer vor der SDS-PAGE (siehe
Abschnitt 5.4.2) entfällt. Da die gebildeten DNP-Gruppen orangefarben sind, lässt sich die
Lauffront gut erkennen. Die Proben dürfen vor der SDS-PAGE nicht erhitzt werden. Protein-
konzentrationen > 10 µg/µl sollten vermieden werden, um die Solubilisierung während der
Derivatisierungsreaktion zu gewährleisten.
Zu 5 µl der Proteinlösung werden 5 µl 12 % SDS-Lösung gegeben. Hierzu pipettiert man
10 µl 1 x DNPH-Lösung und inkubiert 15 min bei Raumtemperatur. Die Reaktion wird durch
Zugabe von 7,5 µl Neutralisierungslösung gestoppt. Mit der Referenz wird identisch ver-
fahren. Anstelle der 1 x DNPH-Lösung werden jedoch 10 µl 1 x Kontroll-Lösung zupipettiert.
Die weitere Durchführung erfolgt analog den Abschnitten 5.4.10.1 bis 5.4.10.3 mit dem
Unterschied, dass die Primär- und Sekundärantikörper-Lösungen des OxyBlot™-Test-Kits
verwendet werden. Außerdem variieren die Zusammensetzungen des PBS-T-Puffer und der
Blocklösung leicht, da die BSA- und Tween®-20-Konzentrationen halbiert sind (vgl.
Abschnitt 5.4.10.2). Sie weichen auch von der Durchführungsvorschrift des OxyBlot™-
Detection-Kits ab. Diese Variationen wurden eingeführt, da Vorexperimente ergaben, dass
hierdurch das Hintergrundsignal reduziert wird.
Lösungen
1 x DNPH-Lösung 1 x Kontroll-Lösung
100 µl 10 x DNPH-Lösung1 100 µl 10 x Kontroll-Lösung1
900 µl aqua bidest. 900 µl aqua bidest.
                                                
1 Bestandteil des OxyBlot™-Detection Kits
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PBS-T-Puffer Neutralisierungslösung 1
80 mM Na2HPO4
20 mM NaH2PO4 Proteinstandard
100 mM NaCl 2,5 µl Proteinstandardlösung 
1
0,1 % (w/v) Tween®-20 20 µl Probenpuffer  2
Æ pH 7,5
Primärantikörper-Lösung Sekundärantikörper-Lösung
100 µl anti-DNP-IgG 50 µl anti-Hase-IgG aus Ziege
    aus Hase 1 mit HRP gekoppelt 1
15 ml Blocklösung 15 ml Blocklösung
Blocklösung
500 mg BSA (1 % w/v) 3
mit PBS-T-Puffer auf 50 ml auffüllen
5.4.10.5 „Strippen“ der Membran
Nachdem ein Western Blot durchgeführt wurde, kann man die Antikörper bzw. das zum
Blocken eingesetzte BSA wieder von der Blot-Membran lösen, ohne gleichzeitig die geblot-
teten Proteine zu entfernen. Anschließend ist es z.B. möglich, einen missglückten Western
Blot zu wiederholen oder einen Western Blot zur Detektion anderer Epitope durchzuführen.
Die PVDF-Membran wird 30 min bei 50 °C in Stripping Puffer unter gelegentlichem Schwen-
ken inkubiert. Daraufhin wird die Membran zweimal 10 min in 200 ml PBS-T gewaschen,
bevor mit dem Blocken und den weiteren Arbeitsschritten des Western Blots nach der




2 % (w/v) SDS
62,5 mM Tris/HCl (pH 6,7)
                                                
1 Bestandteil des OxyBlot™-Detection Kits
2 siehe Abschnitt 5.4.2
3 Endkonzentration
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5.4.11 Bestimmung der Molekülmasse von Bacterioopsin durch ESI-MS
Um die Masse von Proteinen zu bestimmen, sind sowohl die Elektrospray-Ionisations-
Massenspektrometrie (ESI-MS) als auch die Matrix-unterstützte-Laser-Desorption-Ionisation-
Massenspektrometrie (MALDI-MS) sehr gut geeignet. Mit beiden Verfahren gelingt es, Pro-
teine zumindest teilweise ohne Zersetzung in die Gasphase zu überführen. Die Ionisierung
vollzieht sich durch An- oder Ablagerung von Protonen. Bei der ESI-MS liegt das Protein in
einem Protonen-haltigen Lösungsmittel vor. Durch eine Glaskapillare hindurch wird die
Lösung unter Normaldruck in einem Hochspannungsfeld zerstäubt, wo die Tröpfchen auf-
grund der Verdunstung des Lösungsmittels schrumpfen. Wird der Radius so klein, dass die
Abstoßungskräfte der Ionen die Adhäsionskräfte übersteigen, kommt es zur „Coulombschen
Explosion“, bei welcher der Cluster aus Ionen und restlichem Lösungsmittel in seine
Bestandteile zerfällt. Es entstehen mehrfach positiv geladene Molekülionen (M + nH)n+,
wobei n > 30 sein kann, die in den Hochvakuumteil des Massenspektrometers überführt und
schließlich detektiert werden. Für ein Molekül werden theoretisch n Signale erhalten, da ein
Massenspektrometer stets das Masse-zu-Ladungs-Verhältnis (m/z) ermittelt. Mit Hilfe von
Computern lässt sich die tatsächliche Masse exakt berechnen. Die Bestimmung der Masse von
Bacterioopsin1 (26784 Da) gelingt nach Hufnagel et al. (1996) mit einer Genauigkeit von
0,01 % (Standardabweichung).
20 µl einer wässrigen Purpurmembran-Suspension, die 10 nmol Bacteriorhodopsin enthält,
werden mit 500 µl Ethanol in einem Eppendorf-Gefäß gemischt und 2 min geschüttelt.
Danach werden 250 µl n-Hexan zupipettiert und erneut 2 min gevortext. Eine dreiminütige
Zentrifugation (Tischzentrifuge, 5000 U min-1   2200 g, 5 min, Raumtemperatur) schließt sich
an. Das Pellet wird mit Hilfe von Ultraschall in 250 µl n-Hexan resuspendiert. Nach einem
zweiten Zentrifugationsschritt (Tischzentrifuge, 5000 U min-1   2200 g, 5 min, Raumtempera-
tur) wird das Pellet in einem N2-Strom solange getrocknet, bis gerade keine Flüssigkeit mehr
sichtbar ist und in einem Lösungsmittelgemisch (Chloroform/Methanol/Wasser/Ameisensäure
100/100/35/2, v/v/v/v) gelöst (Hufnagel et al., 1996). Da die Anlagerung von Kationen, wie
z.B. Na+, die Bestimmung der Proteinmasse verfälschen, muss mit MilliQ-Wasser und
hochreinem organischen Lösungsmitteln gearbeitet werden. Es sollten daher auch keine Glas-
gefäße verwendet werden.
Die ESI-MS wird an der TU Darmstadt im Arbeitskreis von Herrn Prof. Veith durchgeführt.
                                                
1 Bacterioopsin (Apoenzym) ist Bacteriorhodopsin (Holoenzym) ohne Retinal. Der Chromo-
phor spaltet sich durch die Zugabe von n-Hexan vom Protein ab.
5     Material und Methoden 94
5.4.12 Messung der steady-state Fluoreszenzanisotropie
In der in Abschnitt 3.1.1.5 formulierten „Membrantheorie des Alterns“ wird eine Zunahme
der Viskosität der Biomembranen und der damit verbundene Funktionsverlust als eine
Ursache des Altern postuliert. Die Membranviskosität von Lipidmembranen wird durch die
Rotations- und Translationsdynamik der Lipide bestimmt. Die Geschwindigkeit der Rota-
tionen sowie die Dynamik der Fettsäureketten liegen im Zeitbereich von Fluoreszenz-
lebenszeiten (10-9-10-7 s), so dass sich mit Hilfe der Fluoreszenzspektroskopie Aussagen über
den physikalischen Zustand von Membranen machen lassen. Hierzu wird die Depolarisation
der Fluoreszenzemission geeigneter Fluorophore gemessen (Shinitzky et al., 1978). Der Wert
der steady-state Fluoreszenzanisotropie r  wird nicht nur durch die dynamischen
Eigenschaften des Fluorophors und somit der Membranviskosität bestimmt sondern hängt
auch vom Ordnungszustand der umgebenden Lipidmoleküle ab („Ordnungsparameter“).
Das Absorptions- und das Emissionsübergangsdipolmoment ( *µ  und *ν ) eines Fluorophors
stellen Vektoren dar, die eine bestimmte Orientierung im Molekül besitzen. Die Wahrschein-
lichkeit der Absorption von linear polarisiertem Licht durch ein Molekül hängt u.a. von dem
Winkel θ zwischen dem E-Feld-Vektors 
*
E  des Lichts und dem Absorptionsübergangsdipol-
moment *µ des Moleküls ab. Sie ist proportional zu cos2 θ, so dass bei paralleler Ausrichtung
der Vektoren (θ = 0 °) die Wahrscheinlichkeit 100 % und bei senkrechter Ausrichtung
(θ = 90 °) 0 % beträgt („Photoselektion“). Die gleichen Zusammenhänge gelten auch für das
Emissionsübergangsdipolmoment *ν  und den E-Feld-Vektor *E  des emittierten Lichts. Je
nach Dynamik und Ordnungszustand des umgebenden Mediums können die angeregten
Fluorophore während der Fluoreszenzlebensdauer durch Rotationsbewegungen1 die Orien-
tierung ihrer Molekülstruktur und somit von *ν   bezüglich der Polarisationsebene des linear
polarisierten Anregungslichts verändern. Aus der anisotropen Verteilung der angeregten Mo-
leküle wird bei uneingeschränkter Beweglichkeit des Fluorophors mit der Zeit eine isotrope
Verteilung. Als Folge dieser Vorgänge wird das emittierte Fluoreszenzlicht depolarisiert.
Zur Messung der steady-state Fluoreszenzanisotropie r werden die Intensitäten des Fluores-
zenzlichts parallel (I II) und senkrecht (I ⊥) zur Polarisationsebene des vertikal polarisierten
Excitationslichts ermittelt. r  ist wie folgt definiert:
r
I - I 







                                                
1 Hiermit ist Rotation des Fluorophors in einem Kegel um die Membrannormalen gemeint.
(5.3)
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Für den Fall, dass keine Molekülrotation während der Fluoreszenzlebensdauer möglich ist,
bleibt die anisotrope Verteilung der angeregten Fluorophore erhalten, und die steady-state-
Fluoreszenzanisotropie erreicht einen Maximalwert von r  = 0,4. Wenn die Fluorophore
jedoch sehr schnell in einem Kegel rotieren, so dass eine isotrope Verteilung entsteht, wird
r  = 0 gemessen (I II = I ⊥). Je größer die (von der Dynamik und dem Ordnungsparameter der
Lipide bestimmte) Fluidität der Lipidmembran ist, in welcher sich der Fluorophor befindet,
desto kleiner wird r .
Als Fluorophor wird 1,6-Diphenyl-1,3,5-hexatrien (DPH) verwendet (siehe Abbildung 5.14),
das sich aufgrund seiner hydrophoben Eigenschaften spontan in die Lipiddoppelschicht
inseriert, wenn es in organischem Lösungsmittel gelöst zu wässrigen Liposomensuspensionen
pipettiert wird. Fluorophormoleküle, die nicht in die Lipidphase eingebaut sind, fluoreszieren
nicht und können somit die Messung nicht verfälschen. Die gemessene steady-state Fluores-
zenzanisotropie stellt einen Durchschnittswert ( r ) für die gesamte Membran dar.
Da das Absorptions- und das Emissionsübergangsdipolmoment von DPH näherungsweise
parallel zur Moleküllängsachse liegen, spiegelt die gemessene Anisotropie die Umorien-
tierung dieser Achse in der Zeitspanne zwischen Absorption und Emission wider und ist somit
ein Maß für die Fluidität der Lipidmembran.
Vor und während der Messung der Fluoreszenzanisotropie muss zusätzlich der G-Faktor
ermittelt werden. Dieser korrigiert den Messwert um Geräteeffekte. Bei der Bestimmung des
G-Faktors werden die Intensitäten des Fluoreszenzlichts parallel (I II) und senkrecht (I ⊥) zur
Polarisationsebene des nun horizontal polarisierten Excitationslichts detektiert (theoretisch






Unmittelbar darauf wird der Anregungspolarisator vertikal positioniert und der ermittelte
G-Faktor eingegeben, so dass sich r  aus der Messung der Intensitäten des Fluoreszenzlichts
Abbildung 5.14: Struktur des Fluorophors 1,6-Diphenyl-1,3,5-hexatrien
(5.4)
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parallel (I II) und senkrecht (I ⊥) zur Polarisationsebene des vertikal polarisierten
Excitationslichts folgendermaßen errechnet:
r
I G x I










Bei 42 °C werden 100 µl einer 2 mM DPH-Lösung in DMF tropfenweise zu 20 ml 100 mM
Phosphatpuffer (pH 7,4) pipettiert und 15 min im Dunkeln gerührt, damit das organische
Lösungsmittel verdampfen kann. Man erhält eine 10 µM wässrige Farbstoffsuspension. 950 µl
Liposomensuspension (~ 0,1 mg/ml   0,15 mM DMPC bzw. 0,13 mM DLPC)1 werden
anschließend mit 50 µl der DPH-Farbstoffsuspension (0,5 µM)1 vermischt (so dass ein Li-
pid/DPH-Verhältnis von ~ 300:1 (n/n) resultiert) und 50 min bei 37 °C im Dunkeln inkubiert.
Im Fall der DLPC-Liposomen beträgt die Inkubationszeit 20 min bei 37 °C, um die Reaktion
von DPH mit reaktiven Spezies möglichst zu geringzuhalten. Die reaktiven Spezies entstehen
während der Lipidperoxidation der ungesättigten Fettsäurereste (siehe Abschnitt 3.1.1.3).
Nach Krause (1995) ist die Konzentration an Phospholipid (PL) aufgrund geringer Licht-
streuung günstig. Als Liposomen werden DMPC- und DLPC-Liposomen eingesetzt, die mit
der „Reverse-Phase“-Methode (siehe Abschnitt 5.3.1) hergestellt werden. Die DMPC-Liposo-
men werden mit 100 mM Phosphatpuffer (pH 7,4) auf eine Konzentration von 0,11 mg PL/ml
verdünnt, bevor die DPH-Suspension zugefügt wird. Bei den DMPC-Liposomen wird ledig-
lich die Temperaturabhängigkeit der Fluoreszenzanisotropie gemessen. Die DLPC-Liposomen
hingegen werden nach der Herstellung auf 0,17 mg PL/ml (0,16 mg/ml)1 verdünnt und mit
ONOO− (5 mM)1 bei 37 °C versetzt. Zu verschiedenen Zeitpunkten werden 1 ml Liposomen-
suspension auf eine Sephadex G 25-Säule aufgetragen, um die Liposomen von dem oxi-
dierenden Milieu zu trennen (siehe Abschnitt 5.3.8). Als Eluens wird 100 mM Phosphatpuffer
(pH 7,4) eingesetzt. Der PL-Gehalt der Liposomen hat hierdurch auf  ca. 0,1 mg/ml abge-
nommen. Nach Zugabe der DPH-Suspension erfolgt die Messung der Fluoreszenzanisotropie.
                                                
1 Endkonzentration
(5.5)
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5.5 Blitzlicht-Absorptionsspektrometer
5.5.1 Aufbau des Blitzlicht-Absorptionsspektrometers
Mit Hilfe des Blitzlicht-Absorptionsspektrometers ist es möglich, transiente Änderungen der
Absorption einer Probe zeitaufgelöst aufzunehmen, die durch einen Laserblitz angeregt
wurde. Als Laser wird ein gütegeschalteter Nd:YAG-Laser verwendet, der die Probe mit
Lichtpulsen der Wellenlänge 532 nm bestrahlt, die eine Anregungsenergie von bis zu 200 mJ
bei einer Pulsdauer von 8 ns besitzen. Die Grundschwingung dieses Infrarot-Lasers (1064 nm)
ist hierbei frequenzverdoppelt. Das Spektrometer kann Absorptionsänderungen in einem
Wellenlängenbereich von  280 nm bis 750 nm in einem Zeitbereich von 10 ns bis 100 s
detektieren, wobei die optische Auflösung im Zeitbereich größer 10 µs Werte kleiner 50 µOD
erreicht. Das Spektrometer wurde von Rottschäfer (1999) aufgebaut, der auch die Software
zur Steuerung des Gerätes von Thiedemann (1994) erweitert hat. Eine detaillierte Liste der
einzelnen Komponenten findet sich im Anhang in  Tabelle 8.1 auf Seite 190.
Wie aus dem in Abbildung 5.2 dargestellten Blockdiagramm hervorgeht, kann man im
Blitzlichtspektrometer zwei verschiedene Strahlengänge unterscheiden: den Anregungs- und
den Abtaststrahlengang. Beide sind senkrecht zueinander angeordnet und kreuzen sich am
Probenort, der von einem thermostatisierbaren Probenhalter (P) umgeben ist. Dieser ist
außerdem mit einem Rührmotor ausgestattet, so dass die Messprobe mit Hilfe eines
Magnetrührstabs durchmischt werden kann.
Der Anregungsstrahlengang beginnt mit dem Laser, dem ein Strahlenteiler (ST) folgt, der die
ausgekoppelten Laserblitze im Verhältnis 50:50 teilt. Der eine Teil des Strahls gelangt auf
einen Energiedetektor (D), wo die Energie der Anregungsblitze bestimmt wird. Der zweite
Teil des Strahls wird durch einen Photoverschluss (V1) geführt, der im geschlossenen Zustand
verhindert, dass ein Laserblitz die Probe anregt. Nach Passieren eines Lichtleiters aus
optischem Glas erreicht der Laserstrahl den Probenort. Der Laserstrahl verlässt den Lichtleiter
mit einer Apertur von 60°.
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D Energiedetektor ST Strahlteiler
F Schmalbandfilter TF Temperaturfühler
L1, L2 Linsen V1, V2 Photoverschlüsse
LQ Lichtquelle VV Vorverstärker
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Als Lichtquelle des Abtaststrahlengangs dient eine rauscharme 75 W Xenon-Kurzbogenlampe
(LQ), deren Licht auf den Eintrittsspalt des ersten Gittermonochromators (M1) fokussiert ist.
Die Spaltgröße muss so eingestellt sein, dass es nur zu einer minimalen Anregung der Probe
durch den Abtaststrahlengang kommt, welche die eigentliche Messung nicht beeinflusst. Dem
Monochromator schließt sich ein Photoverschluss (V2) an, mit dessen Hilfe der
Abtaststrahlengang zur Bestimmung des Dunkelstroms des Photomultipliers (PMT)
abgeblockt werden kann. Durch Einsatz zweier Quarzlinsen (L1, L2) wird dann das Licht erst
auf die Probe und anschließend auf den Eintrittsspalt des zweiten Monochromators (M2)
fokussiert. Vor dem zweiten Monochromator befindet sich ein holographischer Schmalband-
filter (F) (Notch-Filter), der bei 532 nm ein Absorptionsmaximum besitzt mit einer optischen
Dichte von OD = 8 und einer Halbwertsbreite von 20 nm. Die Aufgabe des Notch-Filters
besteht darin, den Photomultiplier vor gestreutem Laserlicht zu schützen. Auch diesem Zweck
sowie dem Schutz vor Fluoreszenzlicht dient der zweite Monochromator. Das Licht, das den
zweiten Monochromator passiert, wird von einem Photomultiplier detektiert, und das Signal
durch einen Vorverstärker (VV) verstärkt.
Das Signal wird schließlich von einem Transientenrekorder aufgezeichnet, der aus acht
Segmenten besteht, die jeweils 65536 Werte aufnehmen. Pro Transiente werden somit 524288
Werte aufgenommen. Da die Abtastraten für jedes Segment einzeln programmierbar sind,
können Absorptionsänderungen im Zeitbereich zwischen 10 ns bis 100 s aufgezeichnet
werden. Die Messdaten werden letztlich auf der Festplatte eines Computers gespeichert. Auf
diesem ist außerdem die Software für die Steuerung der einzelnen Komponenten des
Blitzlichtspektrometers während des komplexen Ablaufs einer Messung installiert.
5.5.2 Ablauf der Messungen
Bei geschlossenem Photoverschluss V2, der sich im Abtaststrahlengang befindet, kann die
Dunkelspannung UD bestimmt werden, die sich aus dem Dunkelstrom des Photomultipliers
und der Offsetspannung des Vorverstärkers zusammensetzt. Bei geöffnetem Photoverschluss
lässt sich nun die Spannung U0 vor Anregung der Probe messen, die dann als Kompen-
sationsspannung am Eingang des Transientenrekorders angelegt wird. Somit werden
anschließend nur noch Abweichungen ∆U von der Spannung U0 aufgenommen.
Um gerätespezifische Störeinflüsse zu kompensieren, wird bei geschlossenem Photover-
schluss V1 ein Laserblitz ausgekoppelt, der daher nicht die Probe anregen kann. Nachdem die
Daten vom Transientenrekorder in den Computer eingelesen sind, wird der Photoverschluss
geöffnet und ein weiterer Laserblitz ausgekoppelt. Von der nun aufgenommenen Transiente
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wird die Messung bei geschlossenem Photoverschluss V1 abgezogen. Man erhält ein kor-
rigiertes Signal, das ausschließlich durch Absorptionsänderungen in der Probe verursacht ist.
Da Bacteriorhodopsin in der Probe nach ungefähr 10-100 ms wieder in den Grundzustand
relaxiert, ist es möglich, mehrere Messzyklen durchzuführen und die einzelnen Messungen zu
mitteln. Dadurch tritt eine erhebliche Verbesserung des Signal-Rausch-Verhältnisses ein. Das
Signal-Rausch-Verhältnis steigt proportional zur Wurzel der Anzahl der gemittelten
Messungen.
5.5.3 Auswertung
Im Photozyklus von Bacteriorhodopsin werden eine Reihe von Intermediaten durchlaufen
(siehe Abbildung 3.44). Diese haben unterschiedliche Absorptionseigenschaften, so dass sich
die Absorption zu einem bestimmten Zeitpunkt aus der Summe der Intermediat-
konzentrationen zu diesem Zeitpunkt multipliziert mit den jeweiligen Extinktionsko-
effizienten bei der betrachteten Wellenlänge ergibt:
A t J t K t L tJ K Lλ λ λ λε ε ε( ) [ ]( ) [ ]( ) [ ]( ) ..., , ,= ⋅ + ⋅ + ⋅
Mathematisch können die transienten Absorptionsänderungen einer derartigen Reaktions-
kaskade unter der Voraussetzung, dass es sich um Reaktionen erster Ordnung handelt, als
Summe von Exponentialtermen beschrieben werden:
∆A t A e k ti iλ ( ) =
− ⋅∑
∆Aλ = Absorptionsänderung bei
der Wellenlänge λ
  Ai = Präexponentieller Faktor
  ki = Geschwindigkeitskonstante
Im Exponenten eines jeden Summanden steht dabei die Geschwindigkeitskonstante eines be-
teiligten Reaktionsschritts. In den präexponentiellen Faktor Ai gehen sowohl Geschwin-
digkeitskonstanten als auch die Extinktionskoeffizienten der einzelnen Intermediate ein. Der




Für genauere Ausführungen siehe Rottschäfer (1999).
Der Verlauf der transienten Absorptionsänderungen von Bacteriorhodopsin bei 412 nm, das
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befriedigend mit einer Summe aus fünf Exponentialthermen beschreiben. Die aus der An-
passung erhaltenen Zeitkonstanten und relativen Amplituden sind in Anhang 8C für die
einzelnen Proben tabellarisch aufgelistet. Ein Vergleich dieser fünf Zeitkonstanten zwischen
verschiedenen Proben ist aber nicht ohne weiteres möglich, da sich deren relativen Ampli-
tuden unterscheiden. Daher wird auch eine Anpassung mit nur zwei Exponentialtermen durch-
geführt: einen für den Aufbau und einen für den Zerfall des M-Intermediats. Die erhaltenen
Daten sind im Ergebnis- und Diskussionsteil (siehe Abschnitt 6) direkt bei den ent-
sprechenden Proben angegeben. Die auf diese Weise erhaltene Anpassung gibt den Kurven-
verlauf der zeitabhängigen Absorptionsänderung zwar nicht exakt wieder. Sie ermöglicht aber
einen besseren Vergleich der Daten der verschiedenen Proben.
5.5.4 Software zur Datenauswertung
Mit dem von Thiedemann (1994)  geschriebenen Programm „Curfit.Exe“ wurden die zur
kinetischen Auswertung durchgeführten Anpassungen von Multiexponentialfunktionen an die
transienten Absorptionsänderungen durchgeführt. Die Flächen unter den Signalen in den
Chromatogrammen der HPLC-Messungen wurden mit dem Programm „Kontron Data System
450-PCIP Version 3.94“ der Firma Kontron ermittelt. Alle mathematischen Darstellungen
wurden mit dem Programm „Origin41“ durchgeführt.
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